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Abstract 
Investigation of allelopathy in an invasive introduced tree species,  
Norway maple (Acer platanoides L.) 
Elizabeth Lesley Rich 
Susan Soltau Kilham, Ph.D. 
 
 
 
 
Plants and their propagules have been deliberately and accidentally 
transported around the world by human activity since human populations began to 
migrate.  Occasionally an introduced species will behave invasively in a new region 
and replace native species, possibly to the point of local extirpation or even 
extinction.  Several mechanisms for successful invasion have been identified.  Among 
them is allelopathy, which occurs when a plant interferes with the growth of its 
neighbors via chemicals.  A plant that is not apparently allelopathic in its home range 
may become so in a new region.   
A. platanoides is an invasive introduced tree in many parts of the United States, 
including Pennsylvania and New Jersey.  There are few other plants growing under 
its canopy and very few of them are native species.  In this study, I looked at species 
richness and diversity of native and introduced species as a function of A. platanoides 
influence and found that native species richness diminished in response to increasing 
A. platanoides influence, while introduced species were unaffected.    
I also looked for signs of allelopathy occurring in A. platanoides at three 
different life stages using three native shade tolerant species as phytometers.  The 
   xiii 
experiments took place in a forest, a mesocosm and a greenhouse.  The native species 
were grown in close proximity to A. platanoides with and without activated carbon in 
the soil.  Activated carbon was used to neutralize potential allelochemicals by 
adsorption.  The life stages of A. platanoides studied were seedling, sapling and 
mature.  The experiment took place during a summer that had unusually high 
temperatures and little rainfall.  This stress has been shown to enhance allelopathic 
effects in some cases.  Despite the wide range of experimental conditions, no evidence 
of growth interference by allelopathy on the part of A. platanoides was detected.  
Though these experiments do not completely eliminate the possibility of allelopathy 
occurring, they do demonstrate that any allelopathic effect on plant growth is 
probably very small.
1 
Chapter 1:  Allelopathy and invasive introduced plant species: an accidental 
advantage? 
 
 Allelopathy and introduced species invasions are two phenomena being 
linked in current ecological studies.  Plant species have been transported to and 
grown in regions where they were not previously found.  Sometimes an introduced 
species will thrive and become part of the local plant community; more often it will 
die, leaving no offspring.  To become established in a new region, an introduced 
plant species must successfully compete with neighbors for locally limited resources.  
An allelopathic plant will have an advantage over its non‐allelopathic neighbors.  In 
allelopathy, one or more chemicals produced by a plant, termed allelochemicals, 
interfere with the germination, growth, reproduction or survival of its neighbors.  
Sometimes the effect is positive for the recipient; more often it is negative.  
Allelochemicals are often secondary metabolites and not necessarily produced for 
competition (Berenbaum 1995).  It has never been established that allelopathy 
evolved as a specific competition mechanism between plants.  If most or all 
allelochemicals originated as waste exudates, they would be more likely to be 
effective in competition with plants outside of the native community (Rabotnov 1982, 
Willis 1999).  It follows that prolonged exposure would favor individuals in each 
species who are tolerant of an allelochemical.  Eventually members of a community 
may evolve a tolerance for the chemical, rendering it locally neutral in selection.  
2 
Then species from other locations, where the chemical was not a long‐term 
component of the community, would most likely feel the allelopathic effect.   
Since the beginning of agriculture, humans have been a major vector of 
dispersal and manipulators of the environment to promote the survival of the plants 
they find useful.  Plants valued by humans as crops or ornamentals have a 
tremendous advantage over their wild neighbors.  Their competition is removed 
physically or chemically by humans, and their needs for water and nutrients are 
supplemented through human ingenuity, allowing the human‐valued plants a much 
greater chance of surviving the stochasticity of their environments (Mack 2000).  This 
combination of nurturing behavior and world‐wide transport allows plants from 
distant regions to grow and reproduce in novel places.  Some species are widely 
planted for a specific purpose.  When planted for erosion control, for example, the 
species are chosen for their hardiness in a region and ability to spread rapidly.  If an 
introduced plant species is well suited to the climate and soils of a new region, it may 
escape cultivation and form wild populations that are self‐perpetuating.  The process 
of gardening or growing plants commercially can shorten the lag period usually 
associated with the establishment of plant populations in a new region, thus 
accelerating and aiding an otherwise lengthy and often unsuccessful process.  Other 
human activities that promote disturbance create even better opportunities for plant 
invasions (Kowarik 1990, Hobbs and Huenneke 1992, Anderson 1999).   
3 
  Not all plants that are brought to and nurtured in a new region become 
invasive.  In fact, it is estimated to be a very small proportion (Williamson 1996).  
Invasive behavior entails spreading into new areas and replacing at least some of the 
existing flora.  This can occur with a native as well as an introduced species under 
certain circumstances (de la Cretaz and Kelty 1999).  At its worst, an invading species 
forms dense monospecific  stands.  Two well known examples of this in the United 
States are Japanese knotweed (Polygonum cuspidatum  Sieb. & Zucc.) and Japanese stilt 
grass (Microstegium vimineum (Trin.) Camus).   
  The recent awareness of the economic and ecological effects of species 
invasions (Vitousek et al. 1996) has spurred investigators to look for traits and 
mechanisms that allow invasive species to replace the natives and for properties that 
make communities more susceptible to invasions.  Introduced species that spread but 
do not replace native species are thought to exploit unfilled niches in the community 
(Elton 1958).  Aggressive plant invaders that reduce the abundance or species 
richness of the native species require different explanations.   Among the hypotheses 
offered to explain the success of this type of plant invaders are the superior 
competitor hypothesis, enemy release hypothesis and novel weapon hypothesis. 
  The superior competitor and enemy release hypotheses are linked.  The 
superior competitor hypothesis contends that an invasive plant is more adept at 
competing for one or more resources than the native plants and therefore is able to do 
well in the new community.  The enemy release hypothesis contends that the 
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introduced invasive plant came to the new region without one or more of its 
specialist or generalist predators.  In this case, the term predator is used in the widest 
sense to include disease and parasites as well as all types of herbivores.  These 
missing predators allow the plant to reallocate resources previously dedicated to 
defense.  The newly available resources are then channeled into growth and 
reproduction that make the plant a better competitor.  This theory implies that the 
invader’s initial success will diminish as local pathogens,  insects, and larger 
herbivores begin to incorporate the plant into their diets or life‐cycle.   
  The novel weapon hypothesis proposes that the introduced plant exudes a 
chemical that is previously unknown to the local plant populations.  Under this 
hypothesis, the chemical is deleterious to the germination, growth, reproduction or 
survival of the plants exposed to it.  Hence, their ability to compete is diminished and 
the introduced species is able to spread widely.  This is a description of allelopathy.   
  The first two explanations of introduced species invasion success are widely 
accepted; the novel weapon idea less so because of the contentious history of  
allelopathy in ecological theory.  Nevertheless, recent work (Bais et al. 2002, Bais et al. 
2003, Weir et al. 2003) has shown that allelopathy has definitely been a factor in the 
success of spotted knapweed from the Caucus Mountains in Eurasia, Centaurea 
biebersteinii DC. (formerly Centaurea maculosa Lam.),  which is replacing native grasses 
all over the western United States.  Because allelopathy has had such a difficult time 
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being recognized and accepted as a on‐going interaction among plants, it is desirable 
to discuss it in its historical context. 
  Humans have recorded observations of allelopathy  since the third century 
B.C. (Rice 1984).  It appears as “soil sickness,” an area in which plants fail to thrive, or 
as a ring devoid of vegetation around plants of a particular species.  The earliest 
observations were in the vicinity of black walnut (Juglans nigra L.).  Black walnut is 
not invasive; however, plants that have not evolved in a community containing black 
walnut, such as crop species like apple trees (Malus sp.) and tomato plants (Solanum 
lycopersicum L.)  are sensitive to its allelochemical, juglone.  Rabotnov (1982) noted 
that in newly introduced areas in the former Soviet Union, no grass grew under black 
walnuts, while in its native lands of Kirgiziya and Uzbekistan it is part of a forest and 
native grasses grow up to its base.  Other species, even though they may have 
inhabited a community containing an allelopathic plant for a long time, could still be 
sensitive to its allelochemicals.   
  Charles Jensen (1907) recorded a decrease in the growth of wheat in the 
vicinity of “maple seedlings” which he attributed to exudates from the roots of the 
maples, based on an experiment in which wheat was grown in pots with maple and 
other tree seedlings.  That same year, Schreiner and Reed (1907) used carbon black 
(also known as activated carbon) to ameliorate the effects of “deleterious excretions of 
roots”  by mixing it into the soil.  Early studies centered on allelopathic effects on 
crop plants.  Black walnut was of particular interest as its effects were so dramatic.  
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Massey (1925) and Schneiderhan (1926) both observed declines in herbaceous plants 
and trees whose roots came in contact with walnut roots.  By 1937, allelopathy was so 
named by Molisch (1937).   A later study of the effect of black walnut roots produced 
a list of forest species and the percentage of their total occurrence when they were 
found in the range of black walnut’s roots (Brooks 1951).  By this time, juglone had 
been identified and the differences in plant distribution suggested a range of 
tolerance among species.   
  Studies of apparent allelopathy from the exudates of plants continue to the 
current day.  The subject is of particular interest to those in the applied fields of 
agriculture, forestry and horticulture.  Those in agriculture are interested in 
allelochemicals as possible tools to combat weeds.  In forestry, interest arises from 
identifying plants that may have a positive effect as well as negative effect on the 
growth of trees in plantations.  Horticultural scientists are interested in both the 
potential weed suppression aspects of allelochemicals and in other implications for 
the horticulture industry.  Botanists are interested in allelopathy as a plant 
phenomenon (Börner 1960).   For ecologists, the interest centers upon allelopathy as a 
factor in ecological and community interactions. 
  Cornelius Muller at the University of California at Santa Barbara spent much 
of his career investigating allelopathy in desert communities.  He was a strong 
proponent of including allelopathy as a factor in ecology.  Muller observed the 
widespread spacing of shrubs and the distribution of annuals in relation to the shrubs 
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in the Colorado Desert.  He found what he believed to be numerous instances of 
allelopathic interference based on field observations and followed by tests of leaf 
extract effects on seedlings in the laboratory (Muller 1953).  In 1966, Muller published 
a study in which he looked at the possible occurrence of allelopathy originating from 
chamise (Adenostoma fasciculatum Hook. & Am.), San Luis purple sage, (Salvia 
leucophylla Greene) and coastal sagebrush (Artemisia californica Less.) in southern 
California’s soft chaparral (Muller 1966). Photographs showed strips devoid of 
vegetation following the contours of the plant species in question.  In his study, 
Muller considered the possible effect of small animals grazing these areas, but 
decided it was not possible to create the bare spaces from animal grazing alone.  His 
bioassays showed that volatile terpenes harmful to plant growth were produced by 
the plants and were adsorbed by the soil.    
  However, four years later Bruce Bartholomew released a study that looked at 
seed consumption by birds and small mammals, grazing by rabbits and the effects of 
excluding both from the bare areas in the chaparral (Bartholomew 1970).    He found 
that annuals could grow in the bare areas if protected from animal herbivory, 
whether or not the volatile terpenes were present.  Bartholomew criticized the studies 
of Muller and others for using levels of terpenes in their laboratory studies that 
exceeded those found in the field (Muller et al. 1964, Muller and del Moral 1966, 
McPherson and Muller 1969).  
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  This discovery cast a pall on the study of allelopathy in ecology for many 
years.  In ecology, two camps arose; those continuing to support examination of 
allelopathy in ecological interactions (e.g. Whittaker and Feeny 1971) and those 
believing it was not significant because it could not be separated from competition 
(e.g. Harper 1975, 1977).  What came to be generally accepted as a way to “prove” the 
occurrence of allelopathy was a series of steps loosely modeled on Koch’s Postulates 
for proving that a microbe caused a disease.  Williamson (1990) pointed out that there 
are some fallacies in the analogy, such as the inability of a chemical to reproduce once 
it has entered the organism.  He supported the value of applying the chemical to the 
affected organism in realistic concentrations in the absence of the suspected 
allelopathic plant.  Both Muller, Williamson and later Inderjit and Weiner (2001) 
thought that the strict criteria laid out for establishing a case of allelopathy were more 
onerous than for other ecological phenomena.  These criteria are very difficult to 
meet, requiring a team of scientists in several fields working together.  The ecological 
community largely stayed away from allelopathy in its major publications for a 
number of years (Watkinson 1998). 
  Meanwhile, studies expanded to include the role of the soil community 
interactions with allelochemicals.   These studies recognized that allelopathic plants 
can act both directly and indirectly on their neighbors.  The most direct effect occurs 
through root contact where the chemical exuded into the rhizosphere of one plant can 
affect the other before it is degraded into other chemicals.  Another, slightly more 
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indirect way occurs when a modified chemical exudate affects another plant.  Finally, 
the most indirect way in which an allelochemical can have its impact on a plant is by 
modification of the soil ecosystem.  This occurs when the allelochemical affects 
microbial populations or nutrient availability that then has a cascading effect that 
interferes with the higher plant.   
  Studies of interactions between soil microorganisms and allelochemicals led 
Schmidt (1988) to assert that there was probably very little allelopathic effect from 
black walnuts in the field.  Beneath black walnut trees in Colorado, he found high 
concentrations of a bacteria, Pseudomonas J1, that could survive solely on juglone.  
They were found elsewhere in the soil, but in very low concentrations.  He surmised 
that the bacteria was indigenous to the soil, but were unable to flourish unless there 
was a source of juglone.  The author noted the importance of testing the soil for 
bacteria capable of digesting the allelochemical where allelopathy was suspected to 
occur.  A later study found there were no differences in vegetation under sugar 
maple (Acer saccharum Marsh.), Northern red oak (Quercus rubra L.) and black walnut 
in three of four sites studied  (De Scisciolo et al. 1990).  However, early studies in 
which the authors dug into the soil where plants in the proximity of walnuts were 
dead or stunted found plant root contact with walnut roots.  Potatoes, alfalfa, 
tomatoes and apple trees were sensitive to contact with walnut roots (Massey 1925, 
Schneiderhan 1926).   In looking over these four studies, one may conclude that there 
can be a significant soil factor modifying the expression of allelopathy.  In the case of 
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black walnut, the findings are not in conflict.  Where the degrading bacteria are 
present in sufficient numbers, the impact of juglone exuded into the soil on 
surrounding flora is minimal or non‐existent.  However, the bacteria may not be 
present at all, or not yet up to sufficient numbers, or the roots may be so close 
together that the juglone is still able to be passed on to another plant.  Therefore 
apparently conflicting findings on allelopathy from a particular species may indicate 
the presence of a soil ecology factor at work. 
  Despite the reluctance of ecologists to work with suspected allelopathic 
plants,  investigators in agronomy, horticulture and forestry were undeterred (e.g. 
Horsley 1977, Fisher 1980, Menges 1988, Inderjit et al. 1996, Qasem and Foy 2001).  At 
a minimum, the procedure used to determine potential allelopathy consisted of a 
bioassay of seed germination rate and radicle elongation of sensitive species, such as 
lettuce and radish, exposed to a leachate of material from the suspected allelopathic 
plant.  Often there were additional studies involving greenhouse applications of 
leachates to growing plants and bioassays of other species in the system in which the 
suspected allelpath grew.  However, field studies were rare and some studies never 
involved soil in any portion of the experiments.  These studies were designed as a 
preliminary selection for plants that could be producing allelochemicals.  The 
bioassays were quick and relatively inexpensive and therefore useful in searching for 
potential allelochemicals or potentially allelopathic plants, but not effective in 
demonstrating that allelopathy was occurring in the field. 
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  For many years, proponents and skeptics of allelopathy have criticized the 
techniques commonly used in bioassays and greenhouse experiments.  The simplified 
designs used to identify allelopathy occurring in plants were unrepresentative of 
conditions in nature and did not include a realistic field component involving the 
complex edaphic effects.   Soil changes can be physical, chemical or biotic.  In each of 
the categories, a chemical entering the soil may be modified or the soil ecology itself 
can be modified and the potential effect on higher plants changed through a variety 
of mechanisms (Inderjit and Dakshini 1999).   Recommendations for improving 
bioassay studies of allelopathy include examining interactions between the 
allelochemical and the soil, differentiating between direct and indirect allelopathic 
effects, confirming whether plant density‐dependent phytotoxic effects occur.  
  Recently, a series of studies on spotted knapweed (Callaway and Aschehoug 
2000, Bais et al. 2002, Bais et al. 2003, Weir et al. 2003) established the occurrence of 
allelopathy.  The allelochemical was identified, (‐)‐ catechin, its mechanism for 
damaging other plants elucidated and its presence in spotted knapweed and its root 
exudates confirmed.  Its production and exudation was found to be at a toxic level in 
seedlings as young as 2‐3 weeks.  These findings may end the long standing 
controversy over allelopathy’s existence and ecological role in community 
interactions. 
  To bring the discussion back to the idea of the accidental advantage conferred 
by allelopathy, there is the factor of distribution in the home range.  The case of 
12 
diffuse knapweed (Centaurea diffusa Lam.) studied by Callaway and Aschehoug 
(2000) started by looking at its distribution in its home range in the Caucuses in the 
Republic of Georgia.  Far from being widespread as might be expected from a plant 
that behaves invasively in a new range (Mack 1996), diffuse knapweed was very 
difficult to locate.  Grass species that grew in the same community as diffuse 
knapweed in its home range and three closely related grass species that grew in its 
invasive range were compared for their change in mass and 32P uptake when grown 
in combination with knapweed.  By using growth alone, growth together and growth 
together with activated carbon to ameliorate the effect of any allelochemicals, the 
researchers found that both allelopathy and competition occurred.  Changes in mass 
or 32P uptake that occurred when activated carbon was used were interpreted as 
allelopathic effects, while those unaffected by activated carbon were categorized as 
competition.  In general, the grasses from its home range had an allelopathic effect on 
knapweed and knapweed had an allelopathic effect on native North American 
grasses, though there were some species variations.  There were also competitive 
effects occurring among the species. 
  What this study showed was that the community of plants that coevolved 
with a species producing a potential allelochemical had time to develop a tolerance 
for it.  However, moving the same species to a new community where the inhabitants 
had not previously been exposed resulted in strong allelopathic effects with 
potentially disastrous consequences for the community structure and ecosystem 
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function.  There was no allelopathic effect until the species was imported into a new 
region.  Further, such invasive behavior cannot be predicted from its distribution or 
behavior in its home range.  In this case, the invasive plant was producing one or 
more allelochemicals, but grasses in its home range had developed mechanisms to 
cope with them and were producing their own allelochemicals that restrained its 
growth successfully because the knapweed had not evolved a mechanism to 
neutralize their effect.  In its home range, diffuse knapweed may go extinct, remain as 
a struggling minor component of the community or develop a way to sequester or 
neutralize the allelochemicals and begin to increase its numbers.  Whatever its fate in 
the Caucuses, this knapweed is now well established in the western United States.   
  In many instances, there may be no evolutionary advantage or selection for 
producing particular root exudate chemicals, even if potentially allelopathic.  The 
advantage may occur when transported to a location in which the chemical is able to 
have a deleterious effect on the competing plants.  Studies examining the cost to the 
plant of producing allelochemicals for defense should be aware of whether the 
chemical is being produced as a waste product that has a newly defined role as an 
allelochemical, or whether it has been produced and selected for solely for this 
purpose, as may occur for controlling herbivory.  In introduced plants producing 
allelochemicals through exudates, the former is much more likely than the latter, at 
no additional cost to the plant. 
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  Allelopathy can give a powerful ecological advantage to a species.  Upon 
entering the soil, an allelochemical interacts with microbes, roots, fungi and other 
chemicals to alter and be altered by these elements.  Many chemicals can behave as 
allelochemicals, depending on the setting.   Identifying and untangling these complex 
interactions remains a huge challenge to scientists studying chemical interactions 
among plants. 
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Chapter 2:  Acer platanoides influence on the herbaceous layer 
 
 Introduction 
  Study of the interaction between the herbaceous layer and the overstory of 
forests provides insight into the composition and structure of both layers (Gilliam 
and Roberts 2003a).  The larger elements, trees and shrubs, interfere with the light 
and water available to the herbaceous layer while the plants of the herbaceous layer 
modify the environment experienced by the juveniles of the larger species (Barnes et 
al. 1998).   Further, all plants’ roots interact with the roots of their neighbors so that all 
are competing for the same nutrients and water, regardless of their size (Goldberg 
and Barton 1992).  A significant change in the relative abundance of species of either 
forest component could change the total forest composition over time.   A successful 
invasion by a tree species that was not previously part of the forest would be a likely 
source of changes in composition of both herbaceous and higher forest layers.  
  Invasive trees are often introduced trees that have been imported, either 
accidentally or intentionally, across long distances to areas where they have not 
previously grown.  Because they evolved in a community of plants of different 
species on different soils but with a similar climate; (Woodward 1987), introduced 
trees have adaptations arising from the selection pressures exerted by the biota and 
environment of their home locales.  These adaptations may include microbial 
relationships, allelopathy, plant to plant signaling, resource collection or 
sequestration modes, or resource allocation patterns.  While it is unlikely that native 
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species have had a sufficient opportunity to adapt to novel features and behavior of 
an introduced species, it is possible that other introduced species, particularly from 
the same region, would be able to compensate for interference by an introduced tree.  
Further, introduced plants that are invasive are often broad generalists able to adapt 
to a wide range of conditions.  Therefore, the negative impact of the presence of an 
introduced tree species could be expected to be much greater on native species than 
on other invasive introduced species that had already been selected for wide ranges 
of tolerance.  
  The influence of a forest tree on the surrounding community is not restricted 
to the area under its canopy.  For example, apple roots grown in loamy soil will 
extend to twice the distance of the tree’s drip line (Whittington 1969).  Because the 
solar angle changes throughout the day and growing season and is never vertical in 
the temperate zone, the shade cast by the tree extends beyond the area below the 
canopy itself, the distance being proportional to its height.  Therefore, the 
environmental conditions at any location on the forest floor may be affected not only 
by the trees forming the overhead canopy, but also by other trees within the 
surrounding area.   
  Acer platanoides L. has been identified as an invader of eastern deciduous 
forests, most of which are secondary growth (Overlease 1987, Webb and Kaunzinger 
1993).  A. platanoides is a minor but widespread late‐successional tree in its native 
Europe and western Asia.  In central Europe, it is rarely dominant except on steep, 
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boulder‐rich slopes (Diekmann 1996).  Recently it has demonstrated invasive 
behavior in disturbed areas of Germany, though sycamore maple, Acer pseudoplatanus 
L.. overshadows it as the most common invasive maple in Europe (Kowarik 1990).   
  A. platanoides was first imported to the United States in colonial times and 
became popular on farms and in towns for its shade, hardiness and resistance to 
stressful conditions (Nowak and Rowntree 1990, Spongberg 1990).   When farms were 
abandoned, the established A. platanoides ornamentals contributed to the forests that 
grew up on former fields and pastures.  In towns, A. platanoides were widely planted 
as yard and park ornamentals as well as street trees (Nowak 1986) . The numerous 
seeds produced by these trees spread A. platanoides into other areas of the parks and 
flower beds.  The very traits for which these trees were originally planted translated 
into pest‐like behavior, and currently A. platanoides regularly grows where it was not 
planted. 
  Unlike many introduced tree species that grow in the United States, A. 
platanoides can survive in low light conditions for many years.  This enables it to 
establish in minimally disturbed areas in the center of forest fragments and even deep 
in the forest interior, usually dominated by native species such as Fagus grandifolia 
Ehrh. (American beech), Acer rubrum L. (red maple), Liriodendron tulipifera L. 
(tuliptree), Fraxinus americana L. (white ash), Quercus rubra L. (northern red oak) and 
Acer saccharum Marsh. (sugar maple).  Changes in the composition and abundance of 
herbaceous plants and tree seedlings growing under A. platanoides found in woods 
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have been noted in several studies (Webb and Kaunzinger 1993, Wyckoff and Webb 
1996, Martin 1999).  However, no study has yet examined areas adjacent to A. 
platanoides but not directly under their canopies.  These areas could also be affected 
by the canopies and roots of the A. platanoides nearby.  Further, few studies have 
looked at the effect on the herbaceous layer in terms of the origins (native vs. 
introduced) of its component plants. 
  In this study, I set out to correlate the presence of A. platanoides with the 
composition of plants in the herbaceous layer overall and on native and introduced 
species specifically.  I hypothesized that as A. platanoides influence increased, that 
native species richness would be reduced, while exotic species richness would 
increase.  To do this, I measured the species richness and abundance of native and 
introduced species in circular plots and correlated these measurements with the 
number of A. platanoides and other species in the canopy layer in the surrounding 
areas. 
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Materials and Methods 
 
Site locations   
Three forested sites were chosen for this study (Figure 1).  The selection 
criterion was that they contain groups of A. platanoides in the interior of the woods, 
more than 20 m from the edge.   
Hutcheson Memorial Forest in Somerset County, New Jersey is maintained 
with a minimum of human disturbance and allowed to develop its structure and 
composition (Figure 2).  It is managed by Rutgers University and used only by 
researchers whose proposals have been reviewed and approved.  No biota may be 
deliberately removed or added to the forest by humans.  Tyler Arboretum in 
Delaware County, Pennsylvania is a private arboretum of 263 ha, 182 ha of which are 
uncultivated, mostly forest (Tyler Arboretum 2003).  It is open to the public and the 
main use of the forest is hiking on its 20 miles of trails (Figure 3).  The portion in 
which the study was conducted has been uncultivated for about 60 years.  
Nockamixon State Park in Bucks County, Pennsylvania is open to the public and 
contains hiking trails (Figure 4).  The woods at all three sites were cleared in the past 
and are the product of secondary succession.   
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Soils and Climate 
Hutcheson Memorial Forest 
Hutcheson Memorial Forest is in the New Jersey central climate zone which 
has a continental climate with only a slight influence from the ocean (Kirkham 1971, 
Office of the New Jersey State Climatologist 2003b).  The surrounding area is largely 
developed.  The nearest weather station at New Brunswick  had an average annual 
temperature of 11˚C and an average annual precipitation of 124 cm for the years 1971‐
2000 (Office of the New Jersey State Climatologist 2003a).  This area experiences a 
wide range of yearly temperatures with precipitation roughly evenly distributed 
throughout the year. 
The soils on the portion of the forest containing the transect were of two types 
from the Penn series of soils.  The Penn Series are moderately deep, acidic soils.  
These soils are formed in residuum from weathered red Triassic shale of the 
Brunswick Formation (Kirkham 1971, Institute of Ecosystem Studies 2000).  Of two 
soil types, Penn shaly silt loam, 2‐6% slopes, and Reaville silt loam, 0‐2% slopes, the 
Reaville soil was the type found along most of the transect line.  The Penn shaly soil 
is well drained, while the Reaville is well‐drained.  The transect occurs in a portion of 
the old forest that has been invaded by A. platanoides  (Institute of Ecosystem Studies 
2000). 
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Nockamixon State Park 
  The climate in Bucks County is described as modified humid continental.  The 
average annual temperature is around 11˚ C.  The area receives 109‐113 cm of 
precipitation per year.  The temperatures fluctuate a great deal over the course of the 
year, from highs above 32˚C in the summer to occasional days with highs below 0˚C 
in the winter.   
The parent material of the soils in Nockamixon State Park is diabase, which is  
an ancient metamorphic rock high in calcium and magnesium.  The soil found on the 
site was predominately Neshaminy gravelly silt loam, 0‐8% slopes, extremely 
bouldery.  This soil underlies plots 2‐5.   Neshaminy gravelly silt loam is a deep soil, 
well drained and moderately permeable.  Boulders cover 3‐15% of the surface, with 
boulder defined as rock fragments larger than 600 mm in diameter.  These boulders 
are rounded and appeared to cover as much as 50% or more of the surface area in 
places (pers. obs.). 
Only the first plot was on Fluvaquent soil in the floodplain of a tributary of 
the Tohickon Creek (USDA Natural Resources Conservation Service 2002).  
Fluvaquent soils are deep soils associated with flat floodplain areas and are 
somewhat poorly to very poorly drained.  They can be considered hydric soils.  The 
parent material is alluvium from mixed igneous, metamorphic and sedimentary rock.  
Because of its make‐up from a wide range of sources, it is highly variable in its 
characteristics, though it does tend to be moderately to strongly acidic. 
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Tyler Arboretum 
  The Tyler Arboretum site is within the modified humid continental climatic 
region.  It has an average annual temperature of 11˚C and an annual average annual 
precipitation of 122 cm.  The soil, Glenelg channery silt loam on 3‐8% moderately 
eroded slopes,  is composed of weathered granite, gneiss and mica schist.  This soil is 
moderately deep, moderately fertile and has a moderate available moisture capacity.  
It is described as a channery soil from thin flat fragments of schist up to 15 cm long 
and 5 cm across found throughout the soil.  The native trees commonly found on this 
soil include red and white oak, black oak, tulip popular and beech (Kunkle 1963). 
 
Procedure 
  In July 2000, 100‐m transects were laid out to intersect groups of A. platanoides 
along relatively even terrain 20 m or more from a forest edge in each of the three 
sites.  The centers of the plots were located at 10, 30, 50, 70 and 90 m.  If a large object 
such as a fallen tree or large rock was included within 2 m of the plot centerpoint, the 
entire plot was moved to the nearest suitable location that did not overlap any other 
plot (Figure 5).  
  The plot contained a herbaceous layer sampling subplot and a canopy layer 
sampling subplot. The herbaceous layer subplot consisted of the 2‐m radius (12 m2) 
circular area in the center of each plot, where individual herbaceous plants and trees 
were tallied.  It was sampled using a 2‐m isosceles triangular frame of 2 cm diameter 
27 
plastic tubing laid out at random with its apex at the plot center point.  This formed 
the first of twelve sample sections per herbaceous sampling subplot.  In the first and 
subsequent odd‐numbered sections, I counted and identified every vascular plant, 
including tree seedlings, with roots in the section.  Trees larger than 1.5 cm dbh were 
tallied in the canopy layer tree count, but not in the herbaceous layer count.  In the 
even‐numbered plots, species not previously seen were recorded toward the species 
richness tally for the plot, but they were not counted for abundance.  Details of 
unidentifiable plants were recorded and identified later, if possible.  Those that 
remained unidentified were not used in the counts.  There were no large clumps of 
grasses, but each of the few small clumps present, which comprised a very small 
fraction of the total plant cover, was counted as one.  Plants connected by stolons 
were counted as separate plants if attached to the soil.    
The tree count included every tree greater than 1.5 cm dbh within a 10‐m 
radius of the plot centerpoint (314 m2).  Measuring from the centerpoint of the plot, 
the distance, dbh and species of each tree were recorded.  At Tyler Arboretum, the 
sole stand of A. platanoides was not large enough to contain five plots meeting the 
study’s criteria, so only the three qualifying plots were used. 
I identified and categorized the species as native or introduced according to 
The Plants of Pennsylvania (Rhodes and Block 2000) and Weeds of the Northern U.S. and 
Canada (Royer and Dickinson 1999). 
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Analysis 
  The overstories were compared among sites by comparing the densities and 
importance values of all tree species. The significant differences among sites was 
tested using the nonparametric Kruskal‐Wallis ANOVA. 
The statistics compared among sites included indices of A. platanoides 
presence and influence, the presence and influence of all other canopy tree species on 
the plants of the herbaceous layer subplot and the abundance and diversity of the 
plants, both introduced and native, in the herbaceous layer subplot.  Because these 
data were related to each other, it was necessary to use a Dunn‐ Šidák correction to 
control the type I error rate.  Using six measures for the correlation table, the value of 
"’ = 0.009. 
Two statistics were used to measure the presence and possible influence of A. 
platanoides present in the plots.  The first was the percent A. platanoides or relative 
density of A. platanoides, which is the percentage of A. platanoides stems per total 
number of trees in the canopy tree count.  Second was the tree species influence index, 
ps, created to factor in the size, number and proximity of the individuals of each 
species of canopy tree to the  herbaceous layer subplot centerpoint.  This index, 
created for this study,  is defined by Equation 1 below. 
ps i i
j j
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where i is a tree of a particular species in the plot and n is the total number of trees of 
that species in the plot; j is a tree in the plot and t is the total number of trees of all 
species in the plot; dbh is the diameter at breast height  (1.37 m)  of each tree and d is 
the distance from the center of the plot.  I subtracted the distance in meters from the 
center of the circle from 11 to give a higher value to those trees closer to the center 
and to give the outermost trees a value of 1.  I determined the species richness value 
of the canopy in each plot as well as the abundance and the Shannon diversity index, 
H’.  The ps values for all canopy tree species per plot are listed in Appendix 1. 
For the plants and tree seedlings in the herbaceous layer subplot, I tallied the 
species richness for all plants combined as well as for native and introduced species 
separately.  I also measured the relative presence of native and introduced species by 
determining the percentage of the total species that were native.  I summed the 
abundances for both native and introduced species for each plot.  These values 
represented the abundance in the half of the triangular sections that had been 
counted, comprising one‐half of the area of each herbaceous layer subplot. 
A Pearson product‐moment correlation was employed to examine the 
relationship between the presence of A. platanoides and the type of plants in the 
understory.  I chose six of the measurements for the correlation analysis: the influence 
index of A. platanoides (Ap) in the canopy (ps), percent of the canopy in Ap, the 
canopy species richness, the abundance of the canopy, the herbaceous layer native 
species richness and the herbaceous layer introduced species richness.   These six 
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were chosen because they represented different aspects of the canopy and herbaceous 
layer.  Their correlations would give the most information about what had occurred 
in these woods.  Analyses were performed using Statistica, version 6 (Statsoft Inc. 
2003). 
 
Results 
Site comparisons 
Nockamixon had the most species and highest tree density of the three sites 
(Table 1).  Each of the sites had several large older trees typically including Quercus 
alba L. (white oak), Fraxinus americana or Liriodendron tulipifera  with a strong presence 
of smaller A. platanoides in the understory.  Carpinus caroliniana Walter (ironwood) 
was a major component of the understory in Nockamixon as Cornus florida L 
(dogwood) was in both Nockamixon and Hutcheson.  Acer saccharum and Acer 
rubrum, the major native congeners of A. platanoides in the eastern United States, were 
only numerous in Nockamixon.  
Nockamixon State Park had significantly higher values than the other sites for 
canopy species richness, abundance and diversity, as well as for native species 
richness (Table 2).  It also had significantly lower introduced species richness and 
abundance in the herbaceous layer than the other two sites.  In the other 
measurements there were no significant differences among the sites (Table 3). 
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Sites combined 
There were negative correlations between native species richness in the 
herbaceous layer and indicators of canopy A. platanoides influence index ps, and  
percent (Table 4).  The one with the strongest correlation was between the percent of 
A. platanoides in the canopy and the native species richness, followed by ps   the 
influence index.  In contrast, there were no correlations between herbaceous layer 
introduced species measures and A. platanoides presence.   
  The species richness and abundance of the overstory had a highly significant 
positive correlation with the native species richness. In contrast to the insignificant 
correlation between A. platanoides and introduced species, there was a negative 
correlation between the diversity of the overstory and the introduced species 
richness.  There was no significant relationship between native and introduced 
species richness.  
Noting the relationships between A. platanoides and native species, I decided 
to run the same tests using Fraxinus americana, which is found in all but one plot (HM 
2) and excluded that plot (Table 5).  The analysis revealed no significant correlations 
between the presence of F. americana and the composition of the herbaceous layer.   
There was no significant correlation between introduced species and  A. 
platanoides presence.   However, as native species richness increased, introduced 
species richness also increased at the Nockamixon site (Figure 6).  The significant 
positive correlation at the Nockamixon site was negated by the inverse correlation at 
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the other two sites so that there was no significant correlation when the sites were 
combined.  
 
Discussion        
  These findings support the hypothesis that an increased presence of A. 
platanoides is correlated with a decrease in herbaceous layer native species richness.  
However, the herbaceous layer introduced species richness did not correlate with any 
A. platanoides measurement, but decreased with canopy richness and abundance.  I 
had also not expected the lack of correlation between introduced species richness and 
native species richness.  
  One possible explanation for lack of correlation between A. platanoides and 
introduced species is that A. platanoides is neither particularly beneficial or harmful to 
these species.  Also, one of the earlier invasive introduced species to arrive at the site 
could have reproduced rapidly enough to exclude other invasive species so that the 
species richness remained low.  If this had occurred, there would be no relationship 
between introduced species richness and abundance.  This appears to be supported 
(Table 6).  The decrease of introduced species richness and increase of native species 
richness with increased canopy diversity and abundance suggests that these 
conditions favor native species.  However, in this case, canopy species richness and 
canopy abundance are highly correlated, so surveying a situation in which they are 
not highly correlated, as in a dense monocultural stand, would help clarify which is 
the operative factor. 
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A hypothesis for why there was no correlation between native species 
richness and introduced species richness is that the introduced species did not 
replace the native species in these locations but inhabited places that could not 
support native species, so that the species richness of native species was not reduced 
by increased introduced species richness.  Again, a single dominant introduced 
species would not show a relationship in species richness to the native species 
richness.  Native species are probably subjected to much more intense herbivory than 
the introduced species as well.  In all three locations, there is a very large deer 
population.  Deer generally prefer to browse on native species, though some of the 
introduced species are known to be palatable as well (Van Vreede et al. 1989, 
Williams et al. 2000).  Numerous factors could have contributed to the observed lack 
of significant correlation. 
The Nockamixon site appeared to be somewhat different than the other two 
sites and this is reflected in some of the effects discussed above.  The diabase soils in 
the Nockamixon site are partly responsible for this.  These soils are unusually high in 
magnesium and somewhat higher in calcium than most other soils in the region. 
Therefore soils weathered from diabase bedrock support atypical plant communities.  
This effect is exacerbated at this particular site by the preponderance of large 
boulders.  It is interesting to note that the only abundant group of introduced species 
in Nockamixon, Japanese stilt grass, occurred on the Fluvaquent soil in the first plot.  
The diabase soils may be keeping the spread of introduced species in check and may 
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favor native species that have adapted to them.  If so, this means that the introduced 
species may not continue to be repressed in the long run as they begin to adapt.  
An important factor in this study is the spatial autocorrelation of the plots in 
the three sites.  They were deliberately laid out adjacent to each other to maximize the 
number of plots available at a site.  This design was also the closest available to 
measuring the response of the dependant variables under the same conditions to 
changes in a single factor, in this case the influence of A. platanoides.  However, in 
calculating the statistics, this conflicts with the assumption of independence of the 
measurements for ANOVA.  The results must be evaluated with these factors in 
mind.  The correlation results per site and combined are found in Appendix 1. 
The significant correlation between the canopy layer abundance and diversity 
is partly driven by the Nockamixon site which has the largest number of trees in the 
canopy and the largest canopy H’, save for one plot at the Hutcheson site (HM5).   
The comparison of the influence of F. americana and the A. platanoides shows 
that the species composition of the overstory is important (Parrotta 1995, Gilliam and 
Roberts 2003b).  There was a large difference between the maximum abundance per 
plot of the two species.  For F. americana it was 5, whereas for A. platanoides it was 16.  
However, in several of the plots, F. americana was either the most numerous or had 
the highest influence value (Appendix 2) and there was no correlation with 
herbaceous layer native species richness.   
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The study would have been strengthened by sampling the sites in both the 
spring and summer.  Because of the timing of the sampling, any spring ephemerals 
were gone.  This study supports the visual perception that there is less native 
diversity where A. platanoides is a significant component of the overstory.  It adds 
support to the observation that native species richness are more adversely affected by 
an A. platanoides influence than introduced invasive plants.  
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Table 1.  Summary of species, number of individuals and importance of tree and large 
shrub species by site.  The species are ordered by importance as measured by fraction 
of basal area per species for each site.   Species marked with an asterisk are unique to 
the site. 
 
 
 
 
Site  Species  Relative 
dominance 
Number of 
individuals 
HM  Quercus alba  0.2148  3 
HM  Fraxinus americana  0.1742  12 
HM  Acer platanoides  0.1134  26 
HM  Quercus rubra  0.1088  2 
HM  Acer rubrum  0.0879  3 
HM  Carya glabra  0.0707  2 
HM  Prunus serotina  0.0706  6 
HM  Quercus coccinea  0.0675  1 
HM  Ulmus rubra  0.0411  3 
HM  Cornus florida  0.0249  12 
HM  Acer saccharum  0.0205  5 
HM  Ailanthus altissima  0.0028  1 
HM  Viburnum prunifolium  0.0021  4 
HM  Celtis occidentalis  0.0005  1 
HM  Lonicera tartarica  0.0004  2 
NX  Liriodendron tulipifera  0.2732  11 
NX  Quercus alba  0.1807  8 
NX  Fraxinus americana  0.1792  13 
NX  Acer rubrum  0.0707  17 
NX  Tilia americana  0.065  11 
NX  Carya glabra  0.0395  3 
NX  Acer platanoides  0.0365  27 
NX  Quercus prinus  0.0269  2 
NX  Acer saccharum  0.0242  16 
 
cont.
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                           Table 1 (cont.) 
 
 
Site  Species  Relative 
dominance
Number of 
individuals 
NX  Carpinus carolineana  0.0226  46 
NX  Tsuga canadensis  0.0182  6 
NX  Fagus grandifolia  0.0144  5 
NX  Carya ovata  0.0121  3 
NX  Cornus florida  0.0095  10 
NX  Nyssa sylvatica  0.0094  2 
NX  Betula lenta  0.0067  2 
NX  Ostrya virginiana  0.0047  9 
NX  Quercus rubra  0.0027  1 
NX  Ulmus rubra  0.0021  1 
NX  Euonymous americanus  0.0002  2 
TA  Fraxinus americana  0.6265  9 
TA  Liriodendron tulipifera  0.1789  4 
TA  Acer platanoides  0.0724  32 
TA  Fagus grandifolia  0.0543  7 
TA  Carya cordiformis  0.0356  3 
TA  Carya ovata  0.0134  2 
TA  Acer rubrum  0.0108  1 
TA  Ulmus rubra  0.0076  3 
TA  Acer saccharum  0.0004  1 
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Table 2.  Comparison of the mean plot value per variable per site for those with 
significance of  p< 0.05.  The sites were compared using a Kruskal‐Wallis ANOVA. 
 
 
Variable  HM  NX  TA  p 
Canopy species richness  8  12  6.3  0.013 
Hʹ canopy layer  1.78  2.18  1.37  0.019 
Canopy abundance  16.6  40.2  20.7  0.010 
Percent herbaceous native species  0.61  0.89  0.62  0.013 
Herbaceous native species richness  9  17  8.3  0.027 
Herbaceous introduced species 
richness  5.6  2.6  5  0.028 
Herbaceous introduced abundance  171  28  117  0.021 
 
 
 
 Table 3. Collective data of all sites and plots for A. platanoides presence and influe
diversity and abundance and inner circle (herbaceous and seedling) species richn
H’ is the Shannon Diversity Index for the plot.  Ap=Ace
 
 
 
            |Å    Canopy layer data            Æ|Å     
Site  Plot 
Ap 
abun‐
dance 
Ap 
 ps
percent  
canopy 
Ap 
canopy 
species  
richness 
canopy 
H’ 
canopy 
abun‐
dance 
percent 
native 
species 
native 
species 
richness 
HM  1  1  0.075  0.056  9  1.952  18  0.625  10 
HM  2  3  0.132  0.300  7  1.834  10  0.571  8 
HM  3  12  0.542  0.667  6  1.157  18  0.538  7 
HM  4  6  0.160  0.333  8  1.831  18  0.615  8 
HM  5  4  0.210  0.211  10  2.142  19  0.706  12 
NX  1  2  0.071  0.065  10  2.044  31  0.821  23 
NX  2  10  0.188  0.313  10  2.074  32  1.000  10 
NX  3  2  0.011  0.047  13  2.157  43  0.826  19 
NX  4  8  0.124  0.170  13  2.216  47  0.933  14 
NX  5  5  0.117  0.104  14  2.447  48  0.864  19 
TA  2  15  0.464  0.600  5  1.161  25  0.538  7 
TA  3  16  0.321  0.640  8  1.313  25  0.667  8 
TA  4  1  0.010  0.083  6  1.633  12  0.667  10 
 
 
 nce, outer ring (total tree) species richness, 
ess, diversity and abundance measures.  
r platanoides. 
Herbaceous layer data                              Æ | 
native 
abun‐
dance 
intro‐
duced 
species 
richness 
intro‐
duced 
abun‐
dance 
herba‐
ceous 
species 
richness 
Hʹ 
herba‐
ceous 
120  6  257  19  76.413 
191  6  166  14  63.070 
22  6  217  14  51.999 
28  5  195  14  41.263 
51  5  21  17  24.472 
188  5  117  28  101.246 
81  0  0  10  21.812 
74  4  6  25  41.988 
37  1  6  16  41.919 
86  3  11  24  71.544 
31  6  53  15  35.598 
12  4  140  12  31.629 
36  5  159  15  48.993 
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Table 4.  Summary table of correlations among variables measured in the 13 plots in 
3 sites.  The numbers denote the magnitude and type of correlation, positive or 
negative. "’= 0.009. ps = influence index. 
 
 
 
 
 
percent  
canopy 
Ap 
canopy 
species 
richness 
canopy 
abundance
herbaceous 
native 
species 
richness 
herbaceous
introduced 
species 
richness 
canopy Ap ps +3   -1  
percent canopy Ap   -1  -2  
canopy species richness    +3 +2 -1 
canopy abundance     +1 -1 
herbaceous native 
species richness 
     
  " 3 = p < 0.001 
" 2 = p < 0.01 
" 1 = p < 0.05 
C shaded squares are duplicates of  
information shown 
C blank squares have no significant  
correlation 
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Table 5.  Abundance and influence of Fraxinus americana per plot 
 
 
plot  abundance ps of F. 
americana 
HM1  5  0.146 
HM3  1  0.073 
HM4  2  0.070 
HM5  4  0.157 
NX1  4  0.057 
NX2  3  0.149 
NX3  2  0.088 
NX4  2  0.098 
NX5  2  0.109 
TA2  5  0.445 
TA3  1  0.204 
TA4  3  0.417 
 
 
 Table 6.  Abundance and species richness of introduced species per plot and
 
 
SPECIES  HM
1 
HM 
2 
HM
3 
HM 
4 
HM
5 
total 
HM 
NX
1 
NX
2 
NX
3 
NX
4 
Acer platanoides    1           2 3  1 P  6 
Alliaria petiolata  227  129  209  191  7  763         
Berberis thunbergii                   1 1 1  P
Celastrus orbiculatus*                     
Eleagnus umbellata*                     
Euonymus alatus*                     
Euonymus europaeus*                     
Ligustrum vulgare*                     2 1
Lonicera japonica  11  27             1  10  49
Microstegium vimineum  P  5               5  110
Oxalis europaea  7  3  2           P  12  1
Polygonum persicaria*  2             P  P  1  3
Rosa multiflora  9  1  1  1  3  15  3       4
introduced species 
richness  7  6  5  5  5  28  5  0  4  2 
 
P = present, but only counted for species richness 
* = species unique to one site  per site for each of the three sites. 
NX
5 
total 
NX 
TA
1 
TA
2 
TA
3 
total 
TA 
6  13  2  12  1  15 
2  2  37  92  81  210 
           1 P
       2 31  33 
         1 1 
       1 1  2 
         1  1
           3
    10  36  46  92 
         2  112
           1
           
           7
4  15  6  4  5  15 
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Figure 1.  Regional map showing the three transect sites.  “1” designates Hutcheson 
Memorial Forest; “2” designates Nockamixon State Park; “3” designates Tyler 
Arboretum. 
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Figure 2.  Location of 100 m transect within Hutcheson Memorial Forest, Somerset 
County, New Jersey.  U.S.G.S. topographic map, Bound Brook 7.5’ quadrangle. 
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Figure 3.  Location of 100 m transect within Nockamixon State Park.  U.S.G.S. 
Topographic map, Quakertown 7.5’ quadrangle. 
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Figure 4.  Map of Tyler Arboretum showing 100 m transect.  U.S.G.S. topographic 
map, Media 7.5’ quadrangle 
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Figure 5.  Schematic drawing of the 100 m transect in each site, showing detailed 
layouts of the herbaceous layer subplot and canopy layer subplot of a plot. 
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Figure 6. Correlation between introduced species richness and native species richness 
by site. 
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Appendix 1. 
Correlations for individual sites of overstory and understory indices 
 
 
Hutcheson Memorial Forest only
Italicized correlations are significant at p < .05, "ʹ = 0.009
N=5, Ap =  Acer platanoides
Variable
percent
Ap
canopy
species
richness
canopy
abundance
native
species
richness
introduced
species
richness
Ap ps
percent Ap
canopy species richness
canopy abundance
native species richness
.9173 -.6181 .2629 -.4547 .1920
p=.028 p=.267 p=.669 p=.442 p=.757
-.8127 .0014 -.7103 .1680
p=.095 p=.998 p=.179 p=.787
.4256 .9487 -.5774
p=.475 p=.014 p=.308
.3701 -.4669
p=.540 p=.428
-.4564
p=.440
Nockamixon State Park only
Italicized correlations are significant at p < .05, "ʹ=0.009
N=5, Ap = Acer platanoides
Variable
percent
Ap
canopy
species
richness
canopy
abundance
native
species
richness
introduced
species
richness
Ap ps
percent Ap
canopy species richness
canopy abundance
native species richness
.9089 -.3024 -.1897 -.7563 -.8323
p=.033 p=.621 p=.760 p=.139 p=.080
-.4107 -.3029 -.9235 -.9206
p=.492 p=.620 p=.025 p=.027
.9817 .1323 .0644
p=.003 p=.832 p=.918
.0182 -.0679
p=.977 p=.914
 
.9789
p=.004
 
cont. 
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Appendix 1 (cont.) 
 
 
Tyler Arboretum only
Italicized correlations are significant at p < .05,   "ʹ=0.009
N=3, Ap = Acer platanoides
Variable
percent
Ap
canopy
species
richness
canopy
abundance
native
species
richness
introduced
species
richness
Ap ps
percent Ap
canopy species richness
canopy abundance
native species richness
.9296 -.1227 .9514 -.9998 .3080
p=.240 p=.922 p=.199 p=.013 p=.801
.2518 .9979 -.9219 -.0644
p=.838 p=.041 p=.253 p=.959
.1890 .1429 -.9820
p=.879 p=.909 p=.121
-.9449 0.0000
p=.212 p=1.00
-.3273
p=.788
 
All sites combined
Italicized correlations are significant at p < .05, "ʹ=0.009
N=13, Ap=Acer platanoides
Variable
percent
Ap
canopy
species
richness
canopy
abundance
native
species
richness
introduced
species
richness
Ap ps
percent Ap
canopy species richness
canopy abundance
native species richness
.9269 -.5357 -.2133 -.5713 .2343
p=.000 p=.059 p=.484 p=.041 p=.441
-.6087 -.2993 -.6903 .1832
p=.027 p=.320 p=.009 p=.549
.8490 .7528 -.6229
p=.000 p=.003 p=.023
.6770 -.6792
p=.011 p=.011
-.2596
p=.392
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Appendix 2.  Influence values for all tree species per plot.  The gray squares contain 
the highest values for the category in the plot. 
 
 
 
 
Plot  Species  Total ps /sp 
No. of 
individuals 
Average ps per 
tree 
HM1  Acer platanoides  0.075  1  0.075 
HM1  Acer saccharum  0.079  1  0.079 
HM1  Carya glabra  0.201  1  0.201 
HM1  Cornus florida  0.084  4  0.021 
HM1  Fraxinus americana  0.146  5  0.029 
HM1  Prunus serotina  0.091  3  0.03 
HM1  Quercus alba  0.213  1  0.213 
HM1  Quercus coccinea  0.089  1  0.089 
HM1  Viburnum prunifolium  0.022  1  0.022 
         
HM2  Acer platanoides  0.132  3  0.044 
HM2  Acer rubrum  0.206  1  0.206 
HM2  Ailanthus altissima  0.062  1  0.062 
HM2  Cornus florida  0.044  2  0.022 
HM2  Prunus serotina  0.212  1  0.212 
HM2  Quercus rubra  0.24  1  0.24 
HM2  Ulmus rubra  0.105  1  0.105 
         
HM3  Acer platanoides  0.542  12  0.045 
HM3  Acer saccharum  0.134  2  0.067 
HM3  Carya glabra  0.148  1  0.148 
HM3  Fraxinus americana  0.073  1  0.073 
HM3  Lonicera tartarica  0.005  1  0.005 
HM3  Quercus rubra  0.098  1  0.098 
 
 
 
 
 
 
cont. 
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Appendix 2 (cont.) 
 
 
 
Plot  Species  Total ps /sp 
No. of 
individuals 
Average ps per 
tree 
HM4  Acer platanoides  0.16  6  0.027 
HM4  Acer rubrum  0.211  1  0.211 
HM4  Acer saccharum  0.143  2  0.072 
HM4  Cornus florida  0.069  4  0.017 
HM4  Fraxinus americana  0.07  2  0.035 
HM4  Prunus serotina  0.207  1  0.207 
HM4  Ulmus rubra  0.13  1  0.13 
HM4  Viburnum prunifolium  0.011  1  0.011 
         
HM5  Acer platanoides  0.21  4  0.053 
HM5  Acer rubrum  0.013  1  0.013 
HM5  Celtis occidentalis  0.003  1  0.003 
HM5  Cornus florida  0.035  2  0.017 
HM5  Fraxinus americana  0.157  4  0.039 
HM5  Lonicera tartarica  0.008  1  0.008 
HM5  Prunus serotina  0.01  1  0.01 
HM5  Quercus alba  0.444  2  0.222 
HM5  Ulmus rubra  0.101  1  0.101 
HM5  Viburnum prunifolium  0.018  2  0.009 
         
NX1  Acer platanoides  0.071  2  0.035 
NX1  Acer rubrum  0.059  3  0.02 
NX1  Acer saccharum  0.049  3  0.016 
NX1  Betula lenta  0.043  1  0.043 
NX1  Carpinus carolineana  0.101  6  0.017 
NX1  Fraxinus americana  0.057  4  0.014 
NX1  Liriodendron tulipifera  0.358  6  0.06 
NX1  Quercus rubra  0.039  1  0.039 
NX1  Tilia americana  0.183  7  0.026 
NX1  Ulmus rubra  0.039  1  0.039 
 
 
 
cont.
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Appendix 2 (cont.) 
 
 
 
Plot  Species  Total ps/species 
No. of 
individuals 
Average 
ps per 
tree 
NX2  Acer platanoides  0.188  10  0.019 
NX2  Acer rubrum  0.006  1  0.006 
NX2  Acer saccharum  0.018  3  0.006 
NX2  Carpinus carolineana  0.034  4  0.009 
NX2  Carya ovata  0.032  1  0.032 
NX2  Cornus florida  0.022  2  0.011 
NX2  Fraxinus americana  0.149  3  0.05 
NX2  Liriodendron tulipifera  0.321  3  0.107 
NX2  Quercus alba  0.09  3  0.03 
NX2  Tilia americana  0.139  3  0.046 
         
NX3  Acer platanoides  0.011  2  0.005 
NX3  Acer rubrum  0.09  3  0.03 
NX3  Acer saccharum  0.134  4  0.034 
NX3  Carpinus carolineana  0.106  16  0.007 
NX3  Carya glabra  0.199  3  0.066 
NX3  Carya ovata  0.065  2  0.032 
NX3  Fagus grandifolia  0.013  2  0.007 
NX3  Fraxinus americana  0.088  2  0.044 
NX3  Hammamelis virginiana  0.006  2  0.003 
NX3  Liriodendron tulipifera  0.193  1  0.193 
NX3  Nyssa sylvatica  0.024  1  0.024 
NX3  Ostrya virginiana  0.026  4  0.007 
NX3  Quercus prinus  0.046  1  0.046 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
cont.
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Appendix 2 ( cont.) 
 
 
Plot  Species  Total ps/species 
No. of 
individuals 
Average ps 
per tree 
NX4  Acer platanoides  0.124  8  0.016 
NX4  Acer rubrum  0.03  4  0.008 
NX4  Acer saccharum  0.027  2  0.013 
NX4  Betula lenta  0.014  1  0.014 
NX4  Carpinus carolineana  0.158  14  0.011 
NX4  Cornus florida  0.043  1  0.043 
NX4  Fagus grandifolia  0.04  3  0.013 
NX4  Fraxinus americana  0.098  2  0.049 
NX4  Hammamelis virginiana  0.022  3  0.007 
NX4  Nyssa sylvatica  0.054  1  0.054 
NX4  Ostrya virginiana  0.024  2  0.012 
NX4  Quercus alba  0.329  4  0.082 
NX4  Tsuga canadensis  0.036  2  0.018 
         
NX5  Acer platanoides  0.117  5  0.023 
NX5  Acer rubrum  0.148  6  0.025 
NX5  Acer saccharum  0.069  4  0.017 
NX5  Carpinus carolineana  0.076  6  0.013 
NX5  Cornus florida  0.127  7  0.018 
NX5  Euonymous americanus  0.01  2  0.005 
NX5  Fraxinus americana  0.109  2  0.054 
NX5  Hammamelis virginiana  0.044  5  0.009 
NX5  Liriodendron tulipifera  0.022  1  0.022 
NX5  Ostrya virginiana  0.053  3  0.018 
NX5  Quercus alba  0.093  1  0.093 
NX5  Quercus prinus  0.027  1  0.027 
NX5  Tilia americana  0.028  1  0.028 
NX5  Tsuga canadensis  0.076  4  0.019 
 
 
 
 
 
cont. 
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Appendix 2  (cont.) 
 
 
Plot  Species  Total 
ps/species 
No. of 
individuals 
Average ps 
per tree 
TA2  Acer platanoides  0.464  15  0.031 
TA2  Carya sp.  0.052  1  0.052 
TA2  Fraxinus americana  0.445  5  0.089 
TA2  Liriodendron tulipifera  0.052  2  0.026 
TA2  Ulmus rubra  0.039  2  0.019 
         
TA3  Acer platanoides  0.321  16  0.020 
TA3  Acer rubrum  0.077  1  0.077 
TA3  Acer saccharum  0.004  1  0.004 
TA3  Carya cordiformis  0.075  1  0.075 
TA3  Carya ovata  0.028  1  0.028 
TA3  Fagus grandifolia  0.064  3  0.021 
TA3  Fraxinus americana  0.204  1  0.204 
TA3  Liriodendron tulipifera  0.228  1  0.228 
         
TA4  Acer platanoides  0.010  1  0.010 
TA4  Carya cordiformis  0.108  2  0.054 
TA4  Fagus grandifolia  0.256  4  0.064 
TA4  Fraxinus americana  0.417  3  0.139 
TA4  Liriodendron tulipifera  0.199  1  0.199 
TA4  Ulmus rubra  0.011  1  0.011 
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Chapter 3:  Allelopathy and Norway maples (Acer platanoides L.) 
 
Introduction 
  One of the ways that non‐native plants successfully invade and flourish in 
communities of a new region is through allelopathy.  Allelopathic plants release 
organic chemicals, termed allelochemicals, into the soil which interfere with the 
growth, survival or reproduction of other plants.  An allelochemical may be released 
directly through the roots, or indirectly through leaching of litter or runoff from 
leaves.  Upon entering the soil, an allelochemical either acts directly upon the other 
plants, in its initial or degraded form, or indirectly by modifying the ecology of the 
soil community (Williamson 1990). Because a non‐native plant did not evolve with 
the invaded community, its allelochemicals may be particularly effective in 
suppressing the survival, growth or reproduction of the native flora (Callaway and 
Aschehoug 2000).  Therefore, when few native plants are seen growing in the vicinity 
of introduced species, allelopathy is one of the possible reasons that come to mind. 
A. platanoides is a native of Europe and western Asia, but is an introduced 
invasive species in North America.  A. platanoides was first imported from Europe as 
long ago as the mid‐eighteenth century (Nowak and Rowntree 1990).  It was widely 
planted in the United States as a hardy shade‐producing tree for farms, homes and 
town and city streets (Nowak 1986).  In its early years, it can tolerate the low light 
conditions found in the understory of a closed‐canopy forest.  Studies in its home 
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range found that A. platanoides is a minor understory tree of old‐growth forests that is 
only dominant on steep, rocky slopes (Coombe 1957, Diekmann 1996).  In the Polish 
forest preserve of Białowieża, it is a late successional tree that has disappeared as 
human activity encroached (Modrý 2004).  Paradoxically, it was also found to behave 
invasively in urban areas in central Europe where disturbance was prevalent 
(Kowarik 1990, Sachse et al. 1990).   Also a prolific seed producer, A. platanoides 
displays a strong potential as an invasive species in the United States.  A. platanoides 
was characterized as an invasive tree in the Drew Woods of Drew University, New 
Jersey  (Webb and Kaunzinger 1993).  Subsequent studies showed that the presence 
of A. platanoides in North American forests correlated with reductions in the native 
flora and changes in the understory composition (Wyckoff and Webb 1996).  This is 
projected to create changes in forest structure and biodiversity.   
There is not yet any published literature looking specifically at the mechanism 
by which A. platanoides are successful invaders in this country.   However, two recent 
Ph.D. dissertations have examined A. platanoides as an invasive.  Kurt Reinhart (2003) 
found that A. platanoides facilitates the growth of its conspecifics by ecosystem 
engineering in the riparian areas of Montana.  Wei Fang (2003) tested the superior 
competitor hypothesis for A. platanoides and concluded that it competed most 
successfully aboveground for light, rather than belowground.  An unpublished study 
by Julie Gurnee et. al. (2003)  demonstrated that the light under a dense stand of A. 
platanoides had a lower red:far red ratio than under native forest stands in the riparian 
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areas of Montana.  This condition favored the growth of A. platanoides seedlings, but 
not native seedlings.  An earlier study by Kloppel and Abrams (1995) compared 
ecophysiological traits of A. platanoides and its native congener Acer saccharum Marsh. 
(sugar maple).  They found several differences that could impart competitive 
advantages to A. platanoides.  Reduced numbers and diversity of native plants in the 
vicinity of A. platanoides groups led me to investigate whether allelopathy might be a 
factor in the reduction of these species.  Several Acer congeners have been associated 
with allelopathic effects (del Moral and Cates 1971, Tubbs 1973). 
Demonstrating an occurrence of allelopathy has been controversial.  
Competition is widely accepted as the default cause of reduced growth when two 
plants are grown together.  To show otherwise, the burden of proof falls on the 
investigator who suspects allelopathic interactions.  Harper (1975, 1977) expressed 
deep cynicism about the ability of an investigator to clearly separate competition and 
allelopathy.  He suggested using the methodology of cause and effect linkage set 
forth in Koch’s Postulates for establishing a particular microbe as the cause of disease.  
To do this, the investigator must isolate and identify the suspected allelochemical, 
measure the rate at which it enters the environment from the plant, show that the 
allelochemical is phytotoxic by itself, explain the mechanism of its action, find the 
allelochemical inside the affected plant, show that allelopathy is the simplest 
explanation for the observed phenomena and, finally, show that the allelochemical 
causes the same effect in the natural environment when applied at the original rate 
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after the allelopathic plant has been removed (Muller 1969, Rice 1984, Williamson 
1990).   The analogy between disease caused by a microbe and plant decline caused 
by a chemical from another plant contains some serious flaws.  Most arise from the 
analogy between a living organism and a chemical.   For example, a single microbe 
could reproduce in its host until sufficient numbers are present to cause the observed 
pathology.   In contrast, allelochemicals must be continually added by one or more 
sources until the threshold for pathology is reached (Williamson 1990).  A microbe is 
not fundamentally changed by its environment but is a self contained entity, while a 
chemical may be degraded or altered by its environment.  However, many in the 
ecology community embraced Harper’s suggestion and have stipulated that a chain 
of proof be met to confirm allelopathy.  The number of skills and amount of time 
required to meet these criteria are extensive and rarely met by investigators with 
limited budgets and time.  Hence, many of the studies claiming to demonstrate 
allelopathy have been either disputed by later studies (Bartholomew 1970) or 
dismissed by critics  for faulty methods (Stowe 1979) or insufficient data.  While 
many of the claims and criticisms have some merit, none of them “proves” or 
“disproves” that allelopathy exists; however, they have shown that it is 
extraordinarily difficult to provide substantial support at our current level of 
technology.  Nonetheless, a recent paper by a group working with Centaurea 
biebersteinii DC. (formerly Centaurea maculosa Lam.), spotted knapweed from Eurasia, 
documented the mechanism by which (‐‐) – catechin, exuded by C. biebersteinii roots, 
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instigates cell death in roots of sensitive plants, including one congeneric species 
(Bais et al. 2003).  This study, combined with earlier studies (Callaway and 
Aschehoug 2000), provides the strongest and least controversial support to date that 
allelopathy occurs and is a mechanism by which some introduced plants become 
successful invaders. 
The traditional view of allelopathy emphasizes direct effect of the 
allelochemical upon the target plant.  This perspective requires the level of detailed 
proof described above.  However, the common procedure has been to extract a 
mixture of chemicals from leaves and roots of the suspected plant and test them in 
bioassays involving the germination and radicle elongation of several known 
sensitive species (del Moral and Cates 1971, Gant and Clebsch 1975, Heisey 1990, 
Conway and Smith 2002).  Following positive results, additional studies may be done 
to further isolate, identify and test the effect of the allelochemical in the field or the 
plant may simply be listed as a suspected allelopathic source.  Most of this work done 
in recent years has been by scientists working in the applied fields of forestry, 
agronomy and horticulture.   
A view of allelopathy that is gaining wider attention and consideration is that 
an allelochemical acts directly on the plant in rare cases, but is more likely to have its 
effect indirectly by modifying the ecological conditions of the soil (Wardle et al. 1998, 
Inderjit and Weiner 2001, Inderjit and Mallik 2002).  This broader view also suggests 
that other protocols could detect allelopathy.  For example, if the allelochemical can 
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be removed or immobilized in situ without substantially disturbing the environment, 
differences between sites with and without the treatment would indicate allelopathic 
potential in a natural field setting.  This would work for both direct and indirect 
interactions.  The plant and its chemicals could then be studied further in a laboratory 
setting.  Such a procedure might alleviate the need for the oft‐criticized allelopathic 
bioassays that bear little relationship to natural conditions  (Inderjit and Dakshini 
1995, Inderjit et al. 1996, Inderjit and Weston 2000) and provide field verification of 
both direct and indirect chemical interference.   
  The separation of allelopathy from competition in the field is one of the many 
challenges of studying allelopathy in ecology.  They are inherently different 
processes.  In competition, nutrients are removed while in allelopathy, a chemical is 
added to the soil.  However, the complexity and relative invisibility of soil 
interactions have made this difficult to do until recently.  While Harper asserted that 
separating these two processes as crucial to establish the role of allelopathy in 
ecology, others have argued that this would have no ecological value since such a 
separation would not occur in a natural setting (Inderjit and Del Moral 1997).   
  Nevertheless, researchers have worked on separating the two processes.  
When the allelochemical is entering the soil via aboveground leachate, competition 
can be removed using physical barriers.  One commonly used technique is to insert 
PVC pipe into the ground around the plant studied to keep out the roots of 
neighboring plants (Nilsson 1994).  Allelochemical introduction can be controlled by 
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adding activated carbon on the soil surface to adsorb it.  However, when the 
allelochemical is entering the ground through root exudates the process of 
eliminating competition while keeping the allelopathic component is impossible to do 
in a natural setting.  One alternative is to study the growth with and without 
allelochemicals as a factor in the system, with competition in both cases.  Using a 
substance such as activated carbon to inactivate allelochemicals is one way of 
approaching this problem. 
  Activated carbon is known for its ability to adsorb small organic chemicals, 
which includes many of the known allelochemicals (Cookson Jr. 1978).  As mentioned 
above, spreading activated carbon over the soil surface is a simple way to stop 
allelochemicals from entering the soil from leaf or bark leachate.  It involves a 
minimum of disturbance or inadvertent interference in the soil system.  Although 
more disruptive, activated carbon can also be mixed into soil or potting mixtures to 
adsorb allelochemicals from root exudates as well as from leaf and bark leachate.  
Although the effect of activated carbon on soil and its ecology is not entirely 
understood, it is known to have a low affinity for inorganic electrolytes 
(Cheremisinoff and Ellerbush 1978), making it unlikely to interfere with nutrient 
availability to plants.  A series of studies of allelopathy in Empetrum hermaphroditum 
Hagerup in Scandinavia  (Zackrisson and Nilsson 1992, Nilsson 1994, Nilsson et al. 
2000) used activated carbon on the soil surface to keep allelochemicals from entering 
the soil in runoff from the plants.  Activated carbon has been used to adsorb organic 
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allelochemicals in a wide variety of experiments (Mahall and Callaway 1992, 
Jäderlund et al. 1997, Zackrisson et al. 1997, El‐Khatib 1997/98, Callaway and 
Aschehoug 2000, Ridenour and Callaway 2001).  
Activated charcoal or carbon and its predecessor, carbon black, have been 
used in experiments and practical applications to remove organic compounds from 
water and gasses even longer.  Carbon black was used by Schreiner and Reed (1907) 
to clean the extract of “unproductive soil” in one of the earliest published attempts to 
discover the cause of “soil sickness.”  Callaway and Aschehoug (2000) used finely 
ground aquarium carbon mixed in sand inoculated with native soil to test for 
allelopathy in a greenhouse setting.  Using sand as the growth medium or putting 
activated carbon only on the soil surface controls many possible carbon effects and 
allows measurement of direct allelopathic effects.  However, it is still subject to the 
criticism that it is not a realistic field situation for testing allelopathic interaction nor 
does it test indirect interference.  One way to make it more realistic would be to mix 
activated carbon into soil from the field.  An advantage of mixing the carbon into the 
soil is that it should protect the soil from all potential sources of allelochemicals from 
aboveground and belowground.   
There is a way to address concerns about the impact of activated carbon in the 
soil on the growth of a plant.  A preliminary trial can be run to measure plant growth 
in the same soils to be used in the experiment.  A control without carbon can be 
compared with plants grown with varying amounts of carbon added.  The largest 
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amount of carbon that does not significantly affect the growth of the plant should 
determine the amount of carbon used in the full experiment.  In choosing this amount 
of carbon, one is assuming that the carbon used will be adequate to adsorb enough 
allelochemicals to make a difference for plant growth if there is interference 
occurring. 
Another question about allelopathy is the stage of development at which the 
allelochemical is produced and released by the plant.  Very few studies have looked 
at allelopathic plants at various stages of development.  However, this could be a 
factor in long‐lived organisms such as trees.  Allelochemicals could be produced 
throughout the life of the plant, or during one particular stage of development or 
after achieving a threshold of size, nutrient status or other factor.   
I wanted to study A. platanoides for allelopathic effects on native woodland 
herbaceous plants.  I designed my experiment to provide a maximally natural setting 
for the experiments and to test a number of life stages in the growth of A. platanoides.   
I used activated carbon mixed into two types of soils, forest soil and a potting soil 
mix, and used the assay procedure described above to determine the amount of 
activated carbon.  Specifically, my goal was to answer the question:   “Does A. 
platanoides have an allelopathic effect upon the growth, survival and reproduction of 
native species in the eastern United States?”  The following null hypotheses were 
tested: 
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1. The aboveground, belowground and total dry mass of the native plants 
grown in carbon‐treated and untreated soils, and their allocation (R:S) 
ratios are the same. 
2. Reproduction by native plants in the carbon‐treated and untreated soil is 
the same. 
3. Mortality rate for native plants in the carbon‐treated and untreated soil is 
the same. 
The second question to be answered is :  “Is an allelopathic effect of A. platanoides on 
the growth, survival and reproduction of native species at the same at the seedling, 
sapling and mature stages of A. platanoides’ life?”   This was tested using the null 
hypotheses below: 
1. The difference between the R:S ratio and the aboveground, belowground 
and total mass of the native plants in carbon‐treated and untreated soils is 
the same whether in the presence of the seedling, sapling or mature stage 
of A. platanoides. 
2. The difference between the percentage of reproducing native plants 
grown in carbon‐treated and untreated soils is the same whether in the 
presence of the seedling, sapling or mature stage of A. platanoides. 
3. The difference between the mortality rate for native plants growing in 
carbon‐treated and untreated soils is the same whether in the presence of 
the seedling, sapling or mature stage of A. platanoides. 
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Experimental overview 
Three experiments were conducted concurrently to test these hypotheses: 
forest, mesocosm and greenhouse.  In each, three species of phytometers were 
planted in proximity to A. platanoides in at least two kinds of soil: one untreated 
(“control”) and the other with activated carbon added (“carbon”).  The growth of the 
plants in each treatment of soil was measured and compared for effects from the 
treatment.   
Together, the three experiments included three levels of environmental 
control and three developmental stages of A. platanoides.  The most environmentally 
controlled experiment was the greenhouse using A. platanoides seedlings.  Light, 
water, temperature and nutrients were controlled and relatively uniform throughout 
the experiment.  The second level of environmental control occurred in the mesocosm 
study, which was a field experiment where A. platanoides saplings and perennials 
were grown in tubs.  Light, temperature and wind were variable but the soil and 
water were under experimental control.  The least controlled and most natural setting 
was the Forest experiment that took place in the Crum Woods and used mature A. 
platanoides.  This experiment took place using forest soil in an uncontrolled 
understory soil, light, water and climatic regime.   While the three developmental 
stages of A. platanoides were deliberately chosen, the three levels of environmental 
control were not intentional.  They occurred as an artefact of the situations in which 
the different developmental stages of A. platanoides were grown.  However, they 
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should not have interfered with or confounded the interaction of the perennials’ 
growth and allelopathic effects from A. platanoides.  
The forest study included two additional soil treatments besides carbon and 
control.  In order to add carbon to the soil, the soil structure was necessarily 
destroyed by removal and sieving to distribute carbon evenly throughout.  However, 
the mixing itself could have an effect on the growth of the plants beyond the carbon.  
Therefore, in each plot,  mixed soil without carbon was included as a third treatment 
(“mixed”).  A potted non‐forest soil mixture was the fourth treatment (“potted”),  
included to separate soil‐related effects from other environmental factors. 
Besides the treatments described above for each of the three experiments with 
different‐aged A. platanoides, there were other variables associated with each.  Table 7 
provides a summary of the more significant environmental and procedural 
differences among the three experiments. 
 
Growth and maintenance of native perennials   
  To test for allelopathy, I chose Eurybia divaricata (L.) Nesom (formerly Aster 
divaricatus L.), Symphyotrichum cordifolium (L.) Nesom (formerly Aster cordifolius L.) 
and Solidago caesia L. as the phytometers.  These are shade‐tolerant perennial species 
native to Delaware County (Rhodes and Block 2000, USDA and NRCS 2002).  E. 
divaricata and S. caesia were also found elsewhere in the Crum Woods. 
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The plants used were locally grown as plugs at a nursery in Chester County 
and were at least two years old.  The E. divaricata plants were clones of the variety 
“Eastern Star.”  The plants were obtained on May 1 and May 15, 2002.  The S. 
cordifolium plants had been topped and 2‐3 basal leaves remained.  I did a test 
cropping on random individuals of all three species to see if they would regenerate.  
While the E. divaricata and S. caesia regenerated from the leaf axils after one week, the 
S. cordifolium did not.  Therefore, I cropped all of the E. divaricata and S. caesia plants 
on May 28, 2002, to the size of the S. cordifolium, about 4‐5 cm high with 2‐3 basal 
leaves remaining.  This was done to minimize the aboveground growth that could be 
attributed to conditions experienced by the plants before planting in the experimental 
treatments.  The plants were watered regularly in the greenhouse until used in the 
experiment. 
 
Determination of carbon treatment 
  I ran a small trial to determine the appropriate amount of carbon to be added 
to the soil.  Each of the three phytometer species were grown in the three types of 
soils that I planned to use in my experiment.  These soils were forest soil, Pro‐Mix BX 
(Premier Horticulture, Red Hill, Pennsylvania; hereafter called Pro‐Mix), and Pro‐Mix 
with an inoculum of forest soil.  To each of these, I added various amounts of carbon.  
The amounts tested were multiples of an approximation of the amount used by 
Callaway and Aschehoug (2000).   There were four concentrations of carbon: none 
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(control), 5.65 g activated carbon per 1 kg dried soil, 11.3 g activated carbon per 1 kg 
dried soil and 22.6 g activated carbon per 1 kg dried soil.  There were four replicates 
for each species in each of the four treatments in four blocks.  They were grown for 
three weeks in the greenhouse with 18 hours of natural and artificial sunlight and 
regular watering.  After harvesting, they were separated at the root collar and dried 
and weighed.  Because the soil had not been weighed before planting and the dried 
weight was necessary for computing the amount of carbon needed per unit of dried 
weight soil, the roots of one combination of species by soil type by carbon level was 
sacrificed to determine the weight of the soil without roots.  The block from which 
each was chosen was determined using random numbers.  Therefore, there were only 
three plants per treatment and one block was missing in each category.   The plan to 
analyze the data required a MANOVA, with species, carbon level, soil type as fixed 
independent variables and groups (blocks) as a random independent variable.  Only 
the root mass showed a significant difference in value for the different carbon levels 
(Table 8) and the carbon level was the only significant source of variation for the root 
mass.  To determine which levels were significantly different from each other, the 
means and the 0.95 confidence levels were plotted (Figure 7).  Only the 2.0 level was 
significantly different from the control.  Therefore the level of carbon used in the 
experiment was set at 11.3 g / kg dried soil.  This concentration was approximately 
the same as that used by Callaway and Aschehoug (2000).   
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Forest experiment with mature A. platanoides 
 
Materials and Methods 
Location 
  The forest experiments were conducted in the Crum Woods in Nether 
Providence Township in Delaware County, Pennsylvania.  The section of Crum 
Woods used in these experiments is comprised of secondary growth forest 
surrounding an old farm now owned by Swarthmore College (Figure 8).  This woods 
is part of the Oak‐Chestnut Forest region defined by E. Lucy Braun (1950 (reprinted 
2001)) and the dominant trees are A. platanoides, Liriodendron tulipifera L.(tuliptree), 
Quercus rubra L. (northern red oak),  Fraxinus americana L. (white ash) and Acer 
saccharum.  Less abundant trees include (Quercus coccinea Münchh. (scarlet oak), 
Quercus alba L. (white oak), and Fagus grandifolia L (American beech.).   
Part of the Crum Woods forest site is moderately flat and contains old farm 
roads and a few very large, old A. platanoides and A. saccharum..  The remainder is on 
slopes, sometimes steep, leading down to the Crum Creek on the east.  The flooded 
soils adjacent to the creek were not used but the drier flat areas at the bottom of the 
slopes and to the west of the trail and creek contained two plots. 
Soils 
There are three major soil types on the site, all derived from the weathering of  
Wissahickon schist, hence not appreciably different in composition.  There are two 
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Manor soils, Manor loam, both regular and moderately eroded, on 8‐15% slopes and 
Manor loam and Channery loam on 25‐35% slopes.  The parent materials underlying 
the Manor series are predominately mica schist and gneiss.  Schist fragments, which 
were abundant on the site, fill 15‐20% of the volume of the Manor loam soils.  
Channery loam has varying amounts of fragmented rock 2.5 to 5 cm in diameter on 
the surface and throughout the profile.  Manor soils are often covered with and are 
well suited to supporting woods that include Quercus sp. (oaks), Fagus grandifolia, 
Carya sp. (hickories) and formerly Castanea dentata (Marsh.) Borkh. (American 
chestnut).  These soils are usually shallow and well drained, occur on upland slopes 
and have a moderately low available soil moisture capacity (Kunkle 1963). 
  Adjacent to the floodplain of the Crum Creek the soil was the Chewacla silt 
loam (Kunkle 1963).  In contrast to the Manor soils, the Chewacla silt loam is a 
moderately well drained deep acid soil.  It has a high available moisture capacity and 
is only moderately permeable.  It has a good supply of organic matter and nutrients.  
Trees that are commonly found on these soils include Quercus sp., Liriodendron 
tulipifera, Juglans nigra L., Carya sp. and Fraxinus americana. 
The available soils map delineations were based on aerial photographs and 
did not coincide with the detailed contours and slopes shown on Figure 8.  Using 
Figure 8’s contours and my own field observations, I determined that trees 9‐18 and 
22  are on Manor loam 8‐15% slope soils and tree 19 is on the Chewacla silt loam.  The 
remainder are on Manor loam and Channery loam 25‐35% slope soils.  The soil 
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analysis results of groups of soils collected in the vicinity of various trees are listed in 
Appendix 1. 
Climate and weather 
  Pennsylvania is part of the temperate deciduous forest biome and falls into 
the Köppen category of a moist continental climate with warm summers, meaning 
the rain falls year round and the highest average summer monthly temperature is 
above 22˚ C (Appendix 1).  This climate category is characterized by a wide range of 
seasonal and yearly temperature variation.  The precipitation ranges from 74‐143 cm 
annually, with an average of 104 cm in Philadelphia from 1872‐2000 (The Franklin 
Institute 2003). 
  The weather in Philadelphia, the closest meteorological station, showed an 
unusually dry and hot summer during 2002 (AccuWeather 2003).   May, the month 
preceding planting in the Crum Woods, was about average in precipitation and 
temperature.  However, June‐September were much hotter than average and both 
July and August were far below normal in precipitation (Table 9). 
Procedure 
Twenty‐five mature A. platanoides were candidates for this study.  From these, 
I selected 21 A. platanoides trees by the criteria that they be larger than 11 cm dbh,  
more than 2 m from mature trees of other species, more than 10 m from the edge of 
the woods and not within the Crum Creek floodplain.  Each was labeled with a 
numbered aluminum tag nailed to the trunk.  Corners for three plots were set at 
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distances of 1.6 m from each tree.  This distance was chosen by using the distance to 
drip line from the trunk of the smallest of the 21 trees to ensure that the plots would 
fall under the canopy of the center A. platanoides.  Their position was determined by 
using random numbers to generate a value between 0 and 119 (inclusive) which was 
used as the number of degrees from magnetic north for the first block, then adding 
120 and 240 to it for the second and third respectively.  Plot location was minimally 
adjusted for immovable objects such as large rocks, trees and large roots.   
  Within the plots, three subplots of 25 x 75 cm separated by 25 cm wide alleys 
were laid out for three treatments – mixed soil (“mixed”), activated carbon added to 
soil (“carbon”), and undisturbed soil (“control”) ‐‐ which were randomly assigned 
(Figure 9).  Leaves, detritus and plants of species other than A. platanoides were 
removed, the plants by pulling gently, from the plots.  The subplots for mixed and 
carbon treatments were dug to a depth of 6 cm, the average depth of the A horizon 
determined by sampling.  The soil was sifted through a USA standard testing sieve 
with square openings of 5.6 mm on a side, to remove detritus and rocks, and then 
replaced.  Small roots were clipped from the sides of excavated subplots and from the 
large roots and discarded.  Large roots (>7.5 mm diameter) were left intact in the 
plots to provide sources of new fine roots.  A small sample of the sieved soil from 
each of the carbon subplots was set aside in a plastic bag and the remainder was 
weighed on a spring scale and its weight recorded.  The soil sample was taken back 
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to the laboratory at Swarthmore College, weighed and dried in an oven for three days 
at 70˚ C.   
The weight of the dried sample was used to convert the weight of the plot soil 
to a dried mass.  The total dried soil weight multiplied by 11.3 g activated carbon per 
kg dried soil determined the amount of activated carbon needed for each subplot.  
The activated carbon was weighed out and taken to the field, where each carbon 
subplot’s sieved soil was removed, thoroughly mixed with the carbon and replaced 
in the subplot.  
The literature stated that fine root growth in the forest starts with leaf 
expansion in the canopy but is most rapid in the early summer (Fahey and Hughes 
1994) and  that more than 50% of growth occurs before midsummer but that growth 
continues as long as moisture is available (Hendrick and Pregitzer 1993).  In order to 
capture the longest root growth period possible, I began planting as soon as the 
preliminary work was done. 
  In the greenhouse, 189‐20 cm diameter round pots of 15.5 cm depth were 
filled to the rim with a 50/50 mixture of Pro‐Mix and sieved commercial topsoil 
(Scotts 1881 Select, Marysville, Ohio)  The large drainage holes were sealed to avoid 
loss of soil and invasive growth by other plants by placing duct tape over the 
openings inside the pots and puncturing it to allow drainage.  After several days of 
acclimatization in the greenhouse, the potted plants were transported to the field and 
one of each species was placed in each plot at each tree in a predetermined 
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randomized order.  The plots were then protected from large animal herbivory by a 
plastic 4‐5ʹ high fence attached to six foot bamboo poles.  As the final step, the 
perennials were planted in the three treatment subplots created earlier.  One 
individual of each species was planted on June 19 and 20, 2002, in each plot according 
to a randomized Latin square design (Figure 9). 
  The plants were watered initially to help with establishment in the plots.  The 
pots retaining water had their drainage holes reopened.  Plants that died were 
replaced after 13 days (16 plants), 26 days (6 plants) and 35 days (23 plants.)  During 
the summer drought, which lasted through much of July, August and September, 
plants were watered periodically. 
  Plant flowering was chosen as the criterion for harvesting.  I reasoned that 
when these fall‐blooming plants flowered, before turning to seed, the aboveground 
mass of the plant could be at its greatest and the three species would be at the same 
developmental stage.  Therefore, when half the plants of a species that had produced 
buds were in bloom, each plant’s characteristics were recorded and it was harvested, 
placed in labeled plastic bags in coolers and transported to a refrigerator.  Some of the 
plants’ aboveground portions were just beginning to regenerate following a die‐back.  
Eurybia divaricata was harvested in early October, 102‐105 days after planting.  The 
other two species were harvested together in late October, 119‐124 days after 
planting.  I removed the plants by carefully reaching into the soil under each plant 
with my bare hand, moving around roots and gently exerting an upward lifting 
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motion.  If there was resistance, I worked the soil in the surrounding area loose with 
my fingers so that I could feel the presence of roots.  If one or more roots extended 
even further, I loosened the soil along the root with my fingers and gently continued 
to lift until the end of the root was reached.  Due to the drought, the soil was usually 
dry and friable.  At the time of harvesting, data were recorded on each plant: height, 
presence of the original stem, number of stems, number of leaves, number of missing 
leaves, presence of buds, number of blooming flowers, number of seed heads and 
presence of A. platanoides roots in the plot as seen during the harvest process.   The 
harvested plants were prepared for drying within a week of harvest.   None of the 
plants collected in the field showed any visible signs of decay when being processed.   
Processing consisted of washing the aboveground and belowground portions 
of the plants, separating them at the root collar, and placing them in labeled paper 
bags into a 70˚C oven to dry for three days.  When dry, they were stored then re‐
dried to a constant mass before the final weighing.  
Follow‐up forest studies 
  Two follow‐up experiments were conducted to answer questions raised by the 
initial results.  First, mixed and carbon treatments were tested to see if the mass of 
newly grown woody roots was the same in both.  Secondly, an experiment was 
conducted to test whether the presence of the activated carbon in the soil might cause 
a longer retention of water.  A study by Porterfield (2002) showed that roots were 
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attracted by the presence of water in the soil and this could explain the increased 
number of A. platanoides roots in the carbon enhanced subplots. 
The root mass study began after the harvest of the native perennials. I used 
random numbers to identify trees and plots from which to remove roots for drying 
and weighing.  I  made an a priori decision to take a first sample from eleven of the 
trees, removing the roots from both the mixed and carbon subplot of each chosen 
plot.  One plot was sampled per tree.  As part of the decision, if no difference was 
found between treatments, I sampled an additional three trees.  At each plot, a 20 x 20 
cm sample was excavated to 6 cm and the roots separated by sifting the soil back into 
the plot.   The roots were placed in a plastic bag, labeled and taken back to the 
laboratory.  They were rinsed and subsequently identified as belonging to A. 
platanoides or tuliptree, but not separated as I was concerned with total root mass.  
However, the vast majority of the roots belonged to A. platanoides.  The roots were 
dried in paper bags to a constant weight.  A total of 14 of the 21 trees, 66.7%, was 
sampled. 
  The water retention study was conducted in the greenhouse.  Forest soil was 
collected from two areas between subplots around two trees used in the first study.  
Soil was removed to the same depth as the subplots (6 cm deep).  This soil was sieved 
and thoroughly mixed.  A sample was dried to a constant weight to determine the 
amount of carbon to add.  Filter paper was cut to cover the drainage holes in 10 pots, 
then the pots were individually weighed.  I mixed carbon at the previously used 
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proportion into half of the collected soil, then placed 390 g of soil with carbon into 
five pots and did the same for soil without carbon.  Two hundred milliliters of water 
was added to each pot and the excess was allowed to drip out.  When the dripping 
stopped, each pot was weighed for its initial saturation weight.  The weighed and 
labeled pots were placed asystematically, alternating carbon and non‐carbon, on the 
greenhouse table.  The pots were weighed each day initially then less frequently until 
there was no detectable change in mass. 
Analysis 
  The data collected in each of the three experiments described above were 
analyzed using Statistica (Statsoft Inc. 2003).  The analyses were applied to the data 
collected for plants whose original stem survived throughout the experiment.  It was 
assumed that these data would reflect the longest possible period of growth under 
the experimental conditions.   
As a preliminary comparison of the growth data collected in this part of the 
experiment, the measurements of the means of the mass of all original stem plants 
were compared for the four treatments for each species.  The growth data used 
throughout this study consisted of two direct measurements of each plant,  the 
aboveground mass and belowground mass, and two derived measures, the total 
plant mass (aboveground and belowground summed)  and the root:shoot ratio, R:S, a 
commonly used allocation ratio.  While not balanced among treatments, these data 
include all the growth measurements for all 433 plants.  After confirming a normal 
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distribution for the aboveground mass data and the log10 transformed data for the 
other three measures, a GLM ANOVA was conducted on the all the growth data with 
species and treatment as the independent variables.  
  In comparing the growth of plants in the carbon treatment with those grown 
in the control, the data were used for those trees that had at least one plant in each of 
the treatment x species categories.  This included 10 trees of the 21 in the experiment.  
Where there was more than one datum for a tree x species x treatment category, they 
were averaged.  The ten trees provided a balanced data set on which a mixed‐model 
MANOVA was performed for the four dependent growth variables using three 
independent variables (tree, species and treatment).  The tree was classified as a 
random variable, while the other two were fixed.  Because none of the univariate tests 
showed an effect for the tree or its interactions, the MANOVA was redone with only 
the two fixed independent variables in order to do a power analysis.  The mixed 
treatment results were not used as this treatment was included to evaluate the mixing 
effect if a significant difference had been detected between the carbon and control 
treatments.  The same procedure was applied to a comparison between the potted 
and control treatments.  Following these two analyses, the reproduction and plant 
mortality data were examined for significant differences among treatments using a 
chi‐squared test. 
  For the follow‐up experiments, the mass of the roots collected from different 
treatments in the same subplot under a tree were compared using a Wilcoxon 
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matched pairs test.  The water loss from the carbon and control pots were compared 
using a repeated measures ANOVA. 
 
Results 
Root observation 
  During collection of the perennials, A. platanoides roots were observed to have 
grown into most of the subplots but were not quantified within subplots.  A. 
platanoides roots were seen in the subplots of 64% of the plants.  In a few cases, the 
roots were found extensively interwoven with the roots of the plant; more often they 
were simply nearby.   
Data and analysis 
  Of the 756 perennial plants originally planted for this experiment, 619 (82%) 
still had living shoots by the time of harvesting.  Of these, 433 (57% of the original 
756) still had their living original stem.  These were used as the source of data to test 
the effects of the treatments on understory native plant growth. 
There were also some differences among species’ survival and herbivory rates 
in the woods.  S. cordifolium was sometimes severely browsed by insects, and its 
recorded aboveground mass, and possibly belowground, are below their potential 
without herbivory.  S. caesia suffered the greatest mortality (88, or 68% of all deaths.) 
and  E. divaricata suffered the least (12, or 9%).  
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Replacements of the perennials occurred on July 2 (15 plants), July 15 (6 
plants) and July 25 (23 plants).  During this period, 22 S. caesia, 16 S. cordifolium and 6  
E. divaricata were replaced.  Among the treatments in the forest soil, 14  control and 
11 each of mixed and carbon were replaced, while only 5 potted were replaced.  The 
replacement per tree was fairly evenly distributed. 
The first analysis looked for differences among the four treatments: carbon, 
mixed, control and potted.  In the GLM ANOVA, differences between species 
occurred, but they did not meet the assumption of homogeneity of variances, while 
differences for treatment did meet the assumption.  However, the differences 
remained when a nonparametic Kruskal‐Wallis test was run.  The treatment data 
showed a significant difference between the potted treatment and the other three 
treatments for log10 R:S and aboveground mass. (Figure 10). 
The carbon and control treatments were examined for differences in the 
growth data using a MANOVA on the reduced, balanced data set for 10 trees.  As 
there was a random independent variable, tree, the statistical program gave 
univariate results but provided the Wilks lambda statistic for multivariate analysis 
(Table 11).  I used a Dunn‐Šidák correction for the related dependent variables which 
yielded an "’ =  0.013, which was substituted for " = 0.05 in the analysis.  Of the main 
effects, only the species term was significant.  The univariate breakdown of results 
showed that the species term was significant for belowground, total and R:S.  None of 
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the interactive terms were significant.  There were no significant differences between 
the carbon and control treatments.  
With a negative finding, I employed a power analysis to determine the 
strength of the findings (Thomas 1997).  In order to do this, I first ran a MANOVA 
using only the fixed effects of species and treatment (Table 12), which was necessary 
for the power test and not unreasonable, given the lack of a significant effect from the 
random tree variable.  While the MANOVA showed a significant effect for species, 
the univariate analyses of the four dependent variables did not.  Again there were no 
significant treatment or interactive effects. 
A power analysis was performed on each of the four dependent variables 
with respect to the treatment difference (Table 13).  The treatment power was 
between 0.057 for the aboveground mass and 0.110 for R:S.  The minimum sample 
sizes required to detect delta with a power of 0.80 were between 15 and 122 times 
larger than used.  The minimum detectable differences for a power of 0.8 ranged from 
seven to 41 times more than those detected in this experiment. 
The next comparison of interest was between the control and potted plants, 
which grew under the same light conditions as the other plants but were in a non‐
forest soil mixture and separated from the forest soil.  Again there were ten trees that 
had complete data sets for the species x treatment cells.  Initially, a MANOVA with 
the random variable tree was calculated.  Only the species effect was found to be 
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statistically significant using the same Dunn‐ Šidák correction for multivariate tests; 
neither the tree nor treatment nor their interactions were significant.   
Another place that the effects of allelopathy could show up was in 
reproduction.  In this case, however, the percentage of plants reproducing showed 
only a low amount of variability among treatments, none of which proved to be 
statistically significant (Figure 11). 
The final place I looked for differences among treatments was in the plants 
that died and did not regenerate.  While more perennials died in the carbon 
treatment, it was not significantly more than died in the other treatments (Figure 12).   
Follow‐up Experiments 
It appeared that there were many more woody roots in the subplots 
containing carbon, compared to the similarly disturbed mixed subplots, though there 
was no difference in the frequency of appearance of A. platanoides roots in subplots 
during harvesting (Figure 13).  After taking samples from both types of subplots, the 
woody roots found in the subplot were dried and weighed.  The difference was 
significant, with a greater woody root mass being found in subplots with carbon than 
mixed (Table 14). 
A follow‐up question is why the A. platanoides roots were attracted to and 
proliferated in the carbon subplots more than the mixed.  The only difference was the 
carbon itself, so I considered the possibility that the carbon attracted and held either 
water or nutrients loosely enough that the plants were able to harvest it.  While I was 
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not able to test the nutrient hypothesis, I did conduct a brief experiment measuring 
the moisture loss from pots containing forest soil and forest soil with carbon  The 
averaged data are in Appendix 2. 
Even at the end, when the pots no longer lost weight, the soil with carbon 
mixed in was higher in weight (Figure 14).  However, when examined by a repeated 
measures ANOVA, the results showed no effect from treatment or the interaction 
between time and treatment (Table 15).  These results were similar to those found by 
Ridenour and Callaway (2001) when they examined water loss by evaporation using 
pots of sand with and without activated carbon added. 
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Mesocosm/tub experiment with sapling A. platanoides 
 
Materials and Methods 
  The mesocosm experiment used eight elongated oval galvanized steel tubs 
that were placed under the canopy of a large, mature A. platanoides with a 43 cm dbh.  
The large A. platanoides was part of a mixed stand of trees in the Scott Arboretum 
nursery, Delaware County.  
Eight A. platanoides saplings were obtained from a nursery in Chester County 
with their root balls wrapped in burlap in early spring.  In mid June, after leafing out, 
they were transported to the site.  There, the eight tubs were arranged in two groups 
of four, east and west of the large A. platanoides (Figure 15).  The tubs, measuring 106 
cm by 58 cm by 27 cm deep, were drilled on the bottom and lower sides to make 
drainage holes and placed on wooden pallets to further improve drainage.    
At the site, equal amounts of commercial topsoil (Scott’s 1881 Select; see 
Appendix 3 for nutrient analysis ) and Pro‐Mix were mixed together in large plastic 
tubs.  According to the pre‐determined formula (11.3 g activated carbon per kg dried 
soil), 110.4 grams of activated carbon was mixed into the combined soil destined for 
the carbon treatment.  A plastic tarp provided a barrier of 5 mil between treatments.  
This was done by partially splitting the tarp and pulling it up along the edge of the 
root ball to form a barrier between the two halves of the tub.  When both control and 
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carbon enhanced soil were placed on either side of the tree, both sides were saturated 
with water to remove air holes and settle the soil.   
Two days later, the perennials were planted in the tubs according to a 
randomly determined Latin square design of 3 x 3.  The plants were planted at three 
different distances from the A. platanoides root ball,  approximately 5, 15 and 20 cm.  
One individual of each of the three phytometer species was planted at each of the  
three distances from the root ball  (Figure 16).   
During the growth of the perennials, the tubs were watered with 
dechlorinated water as needed during the summer so that water was never a limiting 
factor during this period, despite the drought.  The two groups of tubs were 
surrounded by five‐foot bamboo poles inserted into the ground approximately 20‐25 
cm apart to discourage the deer from browsing.  When minor non‐insect herbivory 
was observed on plants in Tub 4 on August 20, 64 days after planting, plastic fencing 
was wrapped around the bamboo poles for additional protection.  No more 
herbivory occurred.  On September 21 and 22, the tub perennials were harvested, 
approximately 90 days after planting.   The harvested plants were separated, washed 
and dried in the convection oven as described for the forest plants.  
Analysis 
  Tubs 1‐4 had been subjected to a number of insults that made the data 
collected from them somewhat irregular.  Some of the plants in tub 4 had been 
browsed; the tree in tub 2 had never fully recovered from the second transplant and 
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blow‐down during a storm; tubs 1 and 3 were missing a plant.  Therefore, the 
analysis was conducted on tubs 5‐8, which were subject to similar environmental 
conditions from being in proximity to each other and not suffering any significant 
trauma.  The mean dbh of these four trees was 2.62 " 0.61 cm. 
  I looked at the differences between species responses to the treatments by 
comparing the change per species between control and carbon.  The data were log10 
transformed for each of the four dependent growth variables to meet the ANOVA 
assumption of a normal distribution.  There were three fixed independent variables, 
distance from the root ball, species and treatment and one random variable, the tubs. 
Significant differences in the means of the dependent variables were searched for by 
using a mixed‐model MANOVA.   
 
Results 
Root observation 
  A. platanoides roots occurred throughout the tubs, extending from the root ball 
to the edges of the tub.  The roots of the perennials, predominately in the first ring 
but also a few in the second ring, were found to have penetrated the A. platanoides 
root ball.  During removal of the perennials for weighing, it was very difficult to 
extract the roots of the perennials that had penetrated the dry and dense root ball, 
and they sometimes broke off. 
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Data and analysis 
  The univariate MANOVA results on the log10 transformed growth data 
showed no differences among treatments, but significant differences among species 
and distance from the root ball for aboveground and total mass (Tables 17 and 18).  
While there was not a significant effect for treatment, the three mass measurements, 
aboveground, belowground and total, tended to be larger in the carbon subplots.  The 
R:S of S. caesia increased while that of the other two species decreased (Figure 17).  
  The MANOVA showed a significant effect for the distance from the A. 
platanoides root ball for the belowground and total masses.  Those closer to the root 
ball were smaller, while those farther were larger (Figure 18).  However, there was no 
interactive effect between the  proximity to the A. platanoides and the treatment. 
  All the plants in the mesocosm bloomed before harvest and none of the plants 
died, so an analysis of these factors for effect was not useful.  These results are in 
sharp contrast to the forest results, where many plants died and few flowered. 
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Greenhouse experiment with A. platanoides seedlings 
 
Materials and Methods 
The Biology Department greenhouse at Swarthmore College, Swarthmore, 
Delaware County, Pennsylvania, was made available for my greenhouse 
experiments, both for the preliminary carbon and soil study and the Greenhouse 
experiment using A. platanoides seedlings. 
I began by collecting A. platanoides seedlings from the Crum Woods during 
several trips in April and May 2002.  Small seedlings with 2‐4 leaves were removed 
by gently pulling them from the soil.  Seedlings were placed immediately into a 
bucket of water and transported back to the greenhouse.  They were allowed to 
acclimate to the greenhouse conditions while remaining in water for several days.  
Individual seedlings were transplanted into small pots filled with Pro‐Mix.  They 
were saturated with water and left standing in water for a week.  I then moved the 
potted seedlings into the greenhouse. 
  In July, more than 350 A. platanoides seedlings were alive and growing in the 
greenhouse.  Eighty of the most similar were needed for the experiment plus a few 
more to replace ones that died.  With an assistant, I measured three variables on each 
of the seedlings: height from soil to highest leaf axil, number of furled leaves, and age 
as indicated by visible bud scale scars.  To make a choice based on these variables, I 
found the mode of each variable and bracketed its value until I had the greatest 
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number of individuals with the smallest possible range of the parameter.  This 
yielded 104 seedlings that were 2‐3 years of age, 8‐13 cm tall, and had 4‐8 leaves.  
From these, 24 were set aside based on health and visible differences and the 
remaining 80 were used for the experiment.  The 24 A. platanoides that were set aside 
were subsequently used to replace seedlings that died. 
   The experiment consisted of 14 combinations of treatments and plant species 
and 10 replicates.  The combinations of treatments were each of the three perennial 
species alone or planted with an A. platanoides seedling and an A. platanoides seedling 
alone; all these combinations were planted either with activated carbon (carbon 
treatment) in the soil or without carbon added (control treatment).  I used 6‐inch 
standard pots to contain one or two plants, depending on the arrangement.  The soil 
used in this experiment was the same mixture of half Scott’s topsoil mix and Pro‐Mix 
used in the mesocosm study.  The carbon added was also in the same proportion, 11.3 
g activated carbon per kg dried soil.  For this study, the soil media of the plug 
(perennials) or the pot (seedlings) was washed off before planting to enhance the 
effect of the treatment.   
  To remove the block effect known to occur in greenhouses, I grouped the pots 
in ten groups and both moved the groups and rotated the pots within the group 
weekly.  The plants were watered with dechlorinated water as needed.  Dead plants 
were replaced at 6 days after planting (7 plants), 16 days (10 plants), 20 days (3 
plants) and 34 days (6 plants).  In August, a severe infestation of white flies and 
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unidentified diseases broke out in the greenhouse.  The plants were sprayed 
according to the directions with Safer® insecticidal soap and Safer® garden fungicide 
(Schultz Co., Bridgeton, Missouri) but there had already been substantial damage to 
the foliage in some cases.  They were sprayed again several times.  Damaged or 
decayed foliage was kept with the plant to include in the final weight. 
  After observing the damage caused by the infestation, I began to feed the 
plants to reduce any nutrient deficiency that may have been compounding the plant 
stress from herbivory damage.  I used Miracle‐Gro® (Scotts, Marysville, Ohio) all 
purpose plant food (15‐30‐15) according to directions (1 tablespoon per gallon water)  
and gave 100 mL to each plant on August 27, 2002.  I continued to feed the plants 
each week until harvesting began on October 9, 2002. 
  Approximately 90 days after planting, I harvested the plants after recording 
observations on the perennial and A. platanoides plants.  The observations included 
the health of the perennial, whether the original stem of the perennial was present, 
the presence or absence of reproductive structures, and the condition of and number 
of leaves on the A. platanoides.  Each perennial was  separated at the root crown and 
the root and shoot were dried and weighed as described above. 
Analysis 
  I transformed the dependent growth variables, aboveground mass, 
belowground mass, total mass and R:S, to their log10 values, which were normally 
distributed.  The fixed categorical factors were species, A. platanoides presence and 
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treatment.  The data were unbalanced, so I used a GLM and did a MANOVA.  I used 
a chi‐squared test of observed and expected results to examine reproduction and 
mortality rates. 
 
Results 
Root observations 
  While no systematic observations were made on these pots, the roots of each 
were usually mixed throughout the pot unless the A. platanoides or the perennial was 
sickly or dead. 
Data and analysis 
  The  MANOVA results for the fixed variables are shown in Table 19.  While 
there were significant differences among the species and the presence of A. platanoides 
in the same pot as the perennial and among the interactions of the species and the 
presence of the A. platanoides, there were no detectable differences between the two 
treatments.   
In the univariate results of the MANOVA, the differences for species, A. 
platanoides presence and their interaction are significant for all dependent variables 
except log10  belowground mass.   The presence of the A. platanoides in the pot reduced 
the log10 aboveground and total mass significantly.  In contrast, R:S in the presence of 
the A. platanoides decreased significantly (Figure 19).  
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  Examination of the reproduction rate by treatment revealed no significant 
differences among treatments.  Examination of the mortality rate also showed no 
significant difference for treatment, but showed a difference among species.  S. caesia 
had significantly higher mortality rate than S. cordifolium. (χ2 =6.5, df=2, p<0.039).  
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The three experiments compared 
 
Methods and analysis 
  The data from all of the experiments were compared to provide insights 
across the three locations and procedures.  The data included were those grown in 
either the control or carbon treatments, for all species in all three locations.  The 
results of these three different experiments cannot be combined into one data set as 
they were conducted under different conditions.  However, the basic design 
principles were the same, i.e. growing plants of three species in the presence of A. 
platanoides with and without carbon in the soil.  The means of the growth variables for 
each location were compared using an ANOVA. 
 
Results 
  As an initial comparison, the plants grown in the forest soil were noticeably 
smaller than those in the other two experiments.  Even those grown in the pots in the 
forest, which had no root competition and grew in the same soil as the mesocosm and 
greenhouse experiments, were smaller than the other two experiments. 
  The difference between the means of the two treatments per location is shown 
in Table 20.  As noted earlier, in none of the three experiments was there a significant 
difference between the carbon and control treatments.  In the forest, the control mean 
tended to be larger than the carbon mean for every growth  measurement.  The 
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mesocosm was the opposite and the greenhouse was mixed.  The R:S increased as the 
size and approximate age of the A. platanoides increased from seedling to mature.   
The means and standard deviations per location per dependent growth 
variable are listed in Table 21  and shown graphically in Figures 20‐23.  Plants in the 
potted forest treatment were excluded from this comparison as they did not grow in 
contact with A. platanoides roots under any conditions, nor did they contain carbon.  
There are significant differences among the locations for all growth measurements, 
with the forest plants being smaller than the other two but having a higher R:S. 
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Discussion 
 
  These three experiments tested for allelopathy in A. platanoides at several life 
stages using activated carbon added to the growth substrate to adsorb interfering 
chemicals.  Significant differences in the growth, mortality or reproduction of plants 
between the treated and untreated substrates would indicate the presence of an 
allelochemical.  However, none of the three experiments supported the hypothesis of 
an allelopathic effect from A. platanoides. 
The large numbers of mature trees made the forest study the most likely to 
show the effects of allelopathy, based on models in which the occurrence of 
allelopathy was strongly supported (Rietveld 1981).   Further, the plants in the forest 
study suffered the greatest amount of drought stress, which should also enhance the 
effects of allelopathy (Tang et al. 1995, Dalton 1999).   However, in no situation was 
there the expected increased growth in carbon treatments over growth in the control 
that would have indicated adsorption of allelochemicals by the activated carbon.  Nor 
was there a significant difference in reproduction or mortality by treatment.  
This was also true for the mesocosm, where there was a difference in root 
mass inversely related to the distance from the A. platanoides root ball.  If this had 
been due to an inhibiting substance being exuded by the A. platanoides roots, it should 
have not been apparent in the carbon treatment, but it was. 
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In the greenhouse, there were growth differences depending on whether a A. 
platanoides seedling was grown in the same pot, but this was not alleviated by the 
carbon treatment of the soil.  This indicates that it is unlikely that a root exudate 
would have been the cause, but it does indicate that competition was occurring.   
 The forest study did show a significant difference between the growth of 
plants in pots compared to plants grown directly in treated or untreated forest soil 
when all data was combined.  The increase in aboveground growth and lack of 
growth in the roots compared to the other treatments accounted for the lower R:S 
ratio observed.  The potted plants are known to have been grown in richer soil than 
the forest soil plants and without belowground competition.  It can be postulated that 
the plants in pots were able to allocate more energy into aboveground biomass to 
capture more light in the shaded forest setting because of the richer soil in the pots, 
lack of belowground competition and possibly increased moisture availability due to 
the pot effect.   
  The unexpectedly small mass of the carbon‐treated plants in the forest 
experiment may be partially explained by competition from the A. platanoides roots, 
more of which were found in the carbon treated subplots than the mixed.  This may 
have confounded attempts to detect the effects of allelopathy on growth.  The 
increased mass of the A. platanoides roots in the carbon subplots may have been 
partially due to adding the carbon and removing the outside roots that had already 
grown into the subplot in the very early spring.  The mixed subplots did not receive 
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the same treatment.  This may have stimulated A. platanoides root growth into these 
subplots.   
  In the mesocosms, the plants had plenty of water and more light (pers. obs.). 
There were also fewer sources of competition from other woody plants and trees, 
though the other perennials were closer than in the forest study.  The soil in which 
they were growing was the same as for the potted plants in the forest study.  The 
plants showed a tendency to grow slightly larger in the carbon treatment.  The R:S 
value was smaller for the carbon treatment than for the control,  showing a greater 
allocation to aboveground mass than root mass.  A difference in growth as a function 
of distance from the A. platanoides root ball may have indicated allelopathy, had the 
difference not been apparent in the carbon treatment.  The lower root mass near the 
root ball may have resulted partially from the difficulty of extracting the 
phytometers’ roots from the A. platanoides root mass, which was composed of a hard, 
dry and compact soil.  The number of a plant’s roots extending into the ball was 
positively correlated to its proximity to the ball, as might be expected (pers. obs.).  
  In the mesocosm experiment, there was a significant difference among the 
three species in how they reacted to growing in the carbon treatment.  While S. 
cordifolium and  E. divaricata decreased their R:S, S. caesia increased its R:S 
substantially.  This occurred by both a decrease in shoot size and increase in root 
mass.  For  E. divaricata the shoot growth increased while the root growth remained 
the same and for S. cordifolium, the root growth decreased and the shoot growth 
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remained the same.  It suggests that root growth of S. caesia was inhibited by a 
substance that was removed by the activated carbon.  As the perennials were mixed 
together and in fairly close proximity, it could be a chemical coming from either of 
the other two perennial species or the A. platanoides roots.   
  This combination of studies has not been used previously to study 
allelopathy,  nor has any known published study looked specifically at the 
allelopathic effects of A. platanoides.  Trees have been considered as potential sources 
of allelochemicals, particularly in conditions where the tree species is invasive  
(Massey 1925, Tubbs 1973, Gant and Clebsch 1975, Di Stefano and Fisher 1983, Willis 
1999, Barritt and Facelli 2001, Conway and Smith 2002)  However, aside from Juglans 
nigra, there has not been extensive field testing on trees for allelopathy.  Activated 
carbon has been used in field studies involving allelopathy as an agent to adsorb 
allelochemicals, but was not mixed into the soil.  Therefore, it is difficult to compare 
the outcome of these studies with results in the existing literature.  
Two of the three experiments, the forest and greenhouse, were plagued with 
high mortality rates.  Holes in the data created by the death of plants reduced the 
ability to detect small differences.  Plus additional variation was added to the data by 
replacing dead plants at several times during the experimental process, so that there 
were differences in the amount of time available to grow before harvest.  Biases were 
also created by the uneven distribution of replacements.  In the forest, the frequency 
of species replacement echoed the mortality pattern, with the highest being S. caesia 
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and the lowest, E. divaricata.  The effect of this would be a tendency for the S. caesia 
plants to show greater variability and be smaller and younger than the other species.  
As fewer replacements were needed in the potted treatment, the mean size of the 
potted plants would tend to be larger than the other treatments.  These were all 
contributing factors to the overall low power of the experiments. 
Some other differences in treatment and experimental design would have also 
have helped strengthen the results.  Protection from insect herbivory for the plants in 
the forest, particularly for  S. cordifolium, would have given more accurate and 
possibly less variable measurements of aboveground mass.  Greater replication 
would also have strengthened the results. 
In the design of this experiment, I chose not to include the traditional 
laboratory bioassay of germination rate and radicle elongation.  These bioassays have 
been repeatedly criticized for irrelevance to natural field conditions, as discussed 
earlier, for two primary reasons.  First, the plants used in the germination experiment 
usually include very sensitive plants, such as lettuce and radishes, that would not be 
a part of the community.  Secondly, the source of the allelochemical used for both 
these experiments is usually leachate from ground‐up plant material of the suspected 
allelopathic plant.  This leachate can contain any number of chemicals besides one 
that might be acting as an allelochemical, and include some that may not normally be 
exuded into the environment.  There is also no control on the concentration of any of 
the chemicals thus produced.  So while the results may provide a quick way to 
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winnow out apparently non‐allelopathic plants when looking for allelochemicals, it 
really provides little useful information.  A protocol for field germination studies 
with and without protection from the suspected allelochemical would be a valuable 
addition to the methods for studying allelopathy. 
The low power of the forest experiment for which it could be estimated is a 
significant cause for concern.  The results of the power test indicate that no definitive 
conclusion can be drawn from these experiments regarding the occurrence of 
allelopathy in A. platanoides.  Both a larger number of replications and reduced 
mortality would have strengthened the results.  What these experiments do show, 
despite the low power, is that allelopathy is not a major factor in the invasion of A. 
platanoides.  The three experiments with three stages of A. platanoides in a range of 
environmental conditions further support this evaluation.  This is particularly evident 
in the forest study.  It had soil that had been impacted by A. platanoides exudates for a 
long time, and during the experimental period there was a drought stress that would 
tend to maximize allelopathic impacts.  Despite these conditions, no differences 
among treatments in the forest soil were detectable.   While not definitively ruling out 
allelopathy as a factor, these experiments show that allelopathy is not a major 
component of A. platanoides invasion success. 
This study demonstrates the difficulty and complexity of conducting realistic 
field experiments for allelopathy.  However, this does not negate the importance of 
moving studies to the field setting where all factors, known and unknown, are in 
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play.  As a first cut, it appears effective in detecting the magnitude of any allelopathic 
growth effect in a natural setting, which is necessary for ecological studies where the 
emphasis is on community impact.  Unfortunately, the role of soil factors in 
enhancing or ameliorating the effect of potential allelochemicals was unable to be 
considered in this study.  However, it remains a factor that should be considered in 
future studies.  Whenever an introduced plant is a successful invasive in a new 
location, allelopathy should be reviewed as a possible mechanism.
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Table 7.  Contrasting conditions in the three experimental locations for major 
environmental factors. 
 
 
 
Environmental 
factors  Forest  Mesocosm tub  Greenhouse 
Soil 
forest soil  
(potted plants in same 
mix as other 
treatments) 
half commercial top 
soil; half Pro‐Mix 
half commercial top 
soil; half Pro‐Mix 
Light  variable shade  partial sun 
sun and artificial 
light through shade 
cloth 
Water supply  variable; drought  unlimited  unlimited 
Additional 
nutrition  none  none 
commercial plant 
food 
A. platanoides 
age  variable; mostly mature 
saplings; pre‐
reproduction  2‐3 year old seedlings 
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Table 8.  Univariate ANOVA of the belowground mass showing a significant effect 
for the carbon level. 
 
 
 
Univariate Tests of Significance for belowground 
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
{1}species
{2}soil
{3}carbon level
{4}group
species*soil
species*carbon level
soil*carbon level
species*group
soil*group
carbon level*group
1*2*3
1*3*4
1*3*4
2*3*4
1*2*3*4
Fixed 0.251 2 0.125 1.704 0.296
Fixed 0.071 2 0.036 0.532 0.628
Fixed 0.851 3 0.284 4.493 0.048
Random 0.097 3 0.032
Fixed 0.464 4 0.116 0.694 0.613
Fixed 0.479 6 0.080 1.039 0.440
Fixed 0.415 6 0.069 0.760 0.612
Random 0.442 6 0.074 0.282 0.938
Random 0.408 6 0.068 0.248 0.954
Random 0.549 9 0.061 0.342 0.952
Fixed 0.436 10 0.044 18.424 0.180
Random 1.125 10 0.113 47.521 0.112
Random 0.853 15 0.057 24.000 0.159
Random 0.985 15 0.066 27.716 0.148
Random 0.002 1 0.002
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Table 9.  Summary of precipitation and temperatures for the growing season, 2002.   
 
 
 
 
Month 
Average 
temperature 
(°C) 
Departure from 
normal temp 
(°C) 
Total 
precipitation 
(mm) 
Percent of  
normal 
precipitation 
May  17.4 -0.01 90.8 92 
June  23.2 +0.9 94.8 113 
July  26.5 +1.1 53.9 48 
August  26.4 +1.8 62.8 65 
September  22.3 +1.8 93.3 95 
October  14.2 +0.2 149.9 215 
 
 
 
 
Table 10.    Mean and standard deviation (std) of the mass of all perennial species of 
all trees by treatment.  The total mass is broken into aboveground and belowground 
mass.  R:S is the root:shoot ratio. 
 
  
 
Carbon  Control  Mixed  Potted Treatment and 
Measurement  mean " std  (g)  mean " std  (g)  mean " std  (g)  mean " std  (g) 
Aboveground  0.18"0.08  0.20"0.07  0.19"0.08  0.24"0.11 
Belowground  0.32"0.19  0.35"0.23  0.37"0.22  0.32"0.20 
Total  0.50"0.24  0.55"0.27  0.57"0.26  0.56"0.27 
R:S  1.92"1.26  1.88"1.24  2.17"1.68  1.43"0.81 
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Table 11.  Univariate mixed‐model ANOVA tables for belowground, total and R:S 
mass for an alpha value of 0.013 for the 10 trees with complete data for control and 
carbon treatments and all three species. 
 
 
 
Univariate Tests of Significance for Belowground
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
Tree
Tmt
Sp
Tree*Tmt
Tree*Sp
Tmt*Sp
Tree*Tmt*Sp
Random 0.241 9 0.027 2.256 0.274
Fixed 0.011 1 0.011 1.047 0.333
Fixed 0.925 2 0.462 24.498 0.000
Random 0.091 9 0.010 0.592 0.788
Random 0.340 18 0.019 1.101 0.420
Fixed 0.009 2 0.004 0.262 0.772
Random 0.308 18 0.017
 
 
Univariate Tests of Significance for Total 
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
Tree
Tmt
Sp
Tree*Tmt
Tree*Sp
Tmt*Sp
Tree*Tmt*Sp
Random 0.362 9 0.040 2.777 0.387
Fixed 0.014 1 0.014 0.782 0.400
Fixed 1.049 2 0.524 16.434 0.000
Random 0.166 9 0.018 0.514 0.846
Random 0.574 18 0.032 0.890 0.596
Fixed 0.033 2 0.017 0.461 0.638
Random 0.645 18 0.036
Univariate Tests of Significance for R:S 
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
Tree
Tmt
Sp
Tree*Tmt
Tree*Sp
Tmt*Sp
Tree*Tmt*Sp
Random 9.070 9 1.008 0.815 0.626
Fixed 0.770 1 0.770 0.647 0.442
Fixed 29.188 2 14.594 14.122 0.000
Random 10.708 9 1.190 1.205 0.350
Random 18.601 18 1.033 1.047 0.462
Fixed 0.008 2 0.004 0.004 0.996
Random 17.774 18 0.987
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Table 12.  The results of the MANOVA on  fixed effects of treatment and species.   
Table   
variables. tment. 
Minimum Detectable 
Difference (MDD) for 
Treatment Effect 
Power 
Minimum Sample Size 
(number of trees) to detect 
delta with 0.8 power 
 the
 
 
 
 
Multivariate Tests of Significance 
Effect
Test Value F Effect
df
Error
df
p
Tmt
Sp
Tmt*Sp
Wilks 0.992 0.140 3 53 0.936
Wilks 0.460 8.368 6 106 0.000
Wilks 0.988 0.110 6 106 0.995
 
 
 
 
 
 
 
 
13.  Results of the power and sample size analyses for the four dependant
  Delta is the measured difference between the treatments, Tmt is trea
 
 
 
 
Dependent 
variable 
MDD Delta Mean Tmt  Interaction Tmt Species Interaction Species
Above 0.167 0.004 0.204 0.057 0.470 0.204 1215 21 53 
Roots 0.301 0.027 0.361 0.086 .998 0.070 248 5 355 0
Total 0.464 0.031 0.565 0.083 .987 0.102 270 6 142 0
R:S 1 0.110 0. 0.050 14.730 0.227 1.974 980 9 6 17656 
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Table 14.   an lt e  pa ic   h  t
comparing the weight of woody roots found in mixed and carbon‐enhanced subplots. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
                                    mean: 
 
 
 
Data  d resu s of th non‐ rametr  Wilcoxon matc ed pairs est for 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
Wilcoxon Matched Pairs Test 
Pair of Variables
Valid
N
T Z p-level
Carbon and Mixed 14 16.000 2.291 0.022
 
 
 
 
 
 
 
 
 
a ixedC rbon (g)  M  (g) 
0.78  0.69 
3.02  3.19 
0.95  0.87 
0.43  0.33 
3.05  1.88 
2.66  1.4 
1.21  0.78 
0.86  0.73 
4.59  1.54 
2.22  2.12 
2.18  1.15 
2.64  3.19 
1.52  1.51 
2.03  0.91 
2.01  1.45 
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Table 15.  ANOVA of the weight change in carbon enhanced and control soil as a 
function of time and treatment. 
 
 
 
 
 
 
Table 16.   allocation 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
asur M std 
 
Mean and standard deviation (std) of the perennial mass and 
ratios by treatment for all mesocosm tubs combined.    
Me ement  C rbon a Co ol Mean" std 
ntr
ean" 
Aboveground mass  0.88 "0.50  0.76"0.47 
Belowground mass  0.54 "0.22  0.51"0.23 
Total mass  1.41"0.62 1.27"0.61 
R:S  0.81"0.62 0.86"0.57 
Repeated Measures Analysis of Variance
Effect
SS df MS F p
tmt
Error
TIME
TIME*tmt
Error
265 1 265 2.2 0.177
965 8 121
788105 11 71646 13059.2 0.000
15 11 1 0.2 0.993
483 88 5
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Table   ANOVA table of log10  aboveground mass for the mesocosm experiment.  
The distance and species factors are significant, but the treatment (tmt) effect is not. 
 
 
 
 17.
Univariate Tests of Significance for log10 aboveground mass
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
tub
tmt
distance
spec
tub*tmt
tub*distance
tmt*distance
tub*spec
tmt*spec
distance*spec
tub*tmt*distance
tub*tmt*spec
tub*distance*spec
tmt*distance*spec
tub*tmt*distance*spec
Error
Random 1.413 3 0.471 30.243 0.757
Fixed 0.114 1 0.114 2.101 0.245
Fixed 0.514 2 0.257 5.729 0.041
Fixed 1.414 2 0.707 69.629 0.000
Random 0.160 3 0.053 0.699 0.589
Random 0.269 6 0.045 0.737 0.649
Fixed 0.003 2 0.001 0.022 0.978
Random 0.062 6 0.010 0.410 0.833
Fixed 0.013 2 0.007 0.213 0.815
Fixed 0.163 4 0.041 2.607 0.094
Random 0.377 6 0.063 2.839 0.088
Random 0.185 6 0.031 1.391 0.325
Random 0.190 12 0.016 0.713 0.712
Fixed 0.048 4 0.012 0.540 0.711
Random 0.178 8 0.022 0.758 0.659
0.117 4 0.029
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Table 18.  Univariate MANOVA table for log10 total mass of the mesocosm 
experiment showing a significant difference among the distance and species.  No 
treatment ef ct is noted. fe
 
Univariate Tests of Significance for log10 total mass
Effect
Effect
(F/R)
SS df MS F p
{1} tub
{2} tmt
{3} distance
{4} spec
tub*tmt
tub*distance
tmt*distance
tub*spec
tmt*spec
distance*spec
tub*tmt*distance
tub*tmt*spec
tub*distance*spec
tmt*distance*spec
1*2*3*4
Error
Random 0.851 3 0.284
Fixed 0.077 1 0.077 .765 199
Fixed 0.477 2 0.239 5.231 049
9.132 0.367
2 0.
0.
Fixed 0.332 2 0.166 6.412 0.033
Random 0.083 3 0.028 0.548 0.676
Random 0.273 6 0.045 0.885 0.573
Fixed 0.033 2 0.017 0.322 0.737
Random 0.155 6 0.026 1.753 0.472
Fixed 0.006 2 0.003 0.164 0.853
Fixed 0.119 4 0.030 1.687 0.221
Random 0.303 6 0.050 2.505 0.116
Random 0.106 6 0.018 0.872 0.554
Random 0.213 12 0.018 0.880 0.593
Fixed 0.040 4 0.010 0.490 0.744
Random 0.161 8 0.020 0.899 0.586
0.090 4 0.022
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able 19.  MANOVA table of effects for the greenhouse experiment.  The treatment
 its interactions are not significant.
T  
effect and   
 
 
ca
 
  mean (C mass)‐ mean (Co mass) 
 
Multivariate Tests of Significance 
Effect
Test Value F Effect
df
Error
df
p
Tmt
Sp
NM
Tmt*Sp
Tmt*NM
Sp*NM
Tmt*Sp*NM
Wilks 0.989 0.348 3 93 0.791
Wilks 0.447 15.351 6 186 0.000
Wilks 0 6.594 3 0.000
ks 0 0.742 6 1 0.617
.825 93
Wil .954 86
Wilks 0.986 0.447 3 93 0.720
Wilks 0.869 2.257 6 186 0.040
Wilks 0.973 0.430 6 186 0.858
 
 
 
 
 
 
Table 20.  The difference between the mean of measurements on plants grown in 
rbon less the mean of the plants grown in the control treatments without carbon. 
 
Location  Aboveground 
mass (g) 
Belowground 
mass (g) 
Total 
mass (g)  R:S 
Greenhouse  0.120  ‐0.064  0.056  0.080 
Mesocosm  0.125  0.024  0.149  0.136 
Forest  ‐0.020  ‐0.035  ‐0.053  0.343 
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Table 21.  Means and standard deviation of perennials’ measurements for all 
Loca
Mean of
Aboveground 
mass (g) "std 
Mean of 
Belowground 
mass (g)" std 
Mean of 
Total mass 
(g)" std 
Mean of 
R:S" std 
locations and for the two treatments, control (Co) and carbon enhanced (C).   
 
 
 
 
tion  Treatment  N 
Greenhouse  Co  25  1.09"0.76  0.66"0.29  1.75"0.95  0.60"3.94 
Greenhouse  C  27  1.21"1.10  0.59"0.28  1.81"1.31  0.68"0.47 
Mesocosm  Co  0.47  51"0.2   "0. 0.68"0.57 36  0.76" 0. 3 1.27 61 
Mesocosm  C  0.50  54"0. "0. 81"0.64 36  0.88" 0. 22  1.42 62  0.
Forest (soil)  Co  96  0.20"0.07  0.36"0.24  0.56"0.27  1.78"1.27 
Forest (soil)  C    0.08  32"0. 0"0. 93"1.26 109 0.18" 0. 19  0.5 24  1.
Forest 
(potted)  Co  153  0.20"0.12  0.30"0.18  0.50"0.27  1.46"3.24 
All forest 
combined  Co  249  0.20"0.10 0.32"0.21  0.52"0.27  1.58"2.67 
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Figure 7.  Means and 0.95 confidence level showing difference among root growth for 
the four carbon levels.  The species and soil types are combined. 
 ( F(3,102) = 3.101, p = 0.030) 
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Figure 8.  Topographic map showing location of the trees used in the Forest 
experiment.  The buildings are part of the farm that once cultivated what is now a 
portion of the Crum Woods and this study site.  The stream in the right hand side of 
the map is the Crum Creek.
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Figure 9.  Sample layout of plots, treatment subplots and plants within plots for the 
Forest experiment. 
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Figure 10.  Means and 0.95 confidence intervals of  log10 R:S and aboveground mass 
for all data for all  treatments.  There is a significant difference between potted and 
the other three treatments. (A: F(3,429) = 8.25, p=0.00;  B: F (3,429)=9.60, p= 0.000) 
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Figure 11.  Reproduction by treatment for all species.  The frequency differenc
 the treatments were not statistically significant. (P2 =  0.268, df = 3, p 
 
 
 
 
 
 
 
 
es 
among < 0.966)   
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Figure 12.  The number and percentage of dead plants per treatment.  The carbon 
treated plot higher mortality overall by 4%.  However, this difference is statistically 
insignificant. (P2 = 0 831, df = 3, p > 0.84) .
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 roots visibly 
present during harvest.  The carbon treatm  had a higher percentage of plants with 
A. platanoides roots present, but the difference among the treatments is statistically 
insignificant.  (P2 = 0.0105, df = 2,  p < 0.995) 
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Figure 14.   The average mass of a pot of soil with and without carbon showing the
standard deviation as error bars.  The soil
 
 saturated with water at time = 0 and 
dry about time = 450 hours.   
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Figure 15.  Layout of mesocosm tubs containing A. platanoides saplings with 
phytometers around central mature A. platanoides. 
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Figure 16.  Schematic mesocosm tub layout. 
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Figure 17.  Means and 0.95 confidence intervals for the percent change by species from
control to carbon in the mesocosm experiment.  The carbon treatment produces a 
significantly different change for S. caesia compared to the ot
(KW‐H (2,36) = 11.299, p=0.004) 
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Figure 18.  Mean and 0.95 confidence interval of belowground and total mass as a 
 of the distance from the A. platanoides root ball. (A: F(2,69)=5.204, p=0.008; 
B: F(2,69)=3.945, p=0.024) 
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Figure 19.  Mass of perennials grown with or without an A. platanoides seedling in 
the same pot. 
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igure 20.  Aboveground mass means and standard deviation for data from all 
experiments. 
F
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Figure 21.  Belowground mass means and standard deviation for data from all 
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Figure 22.  Total mass means and standard deviation for data from all 
experiments.  
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gure 23.  R:S means and standard deviation for data from all experiment
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  1.  Soil and climate data 
 
 
Table 1.  Table of soil analyses for combi soils and commercial topsoil product.  The analyses were done by the Pennsylvania 
Agricultural Extension Service based on collected and dried soil samples. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
able cations (meq/100g)  % saturation of the 
CEC   
Appendix
ned 
exchange
Source  pH 
P 
lb/A  ity  K  Mg  Ca  CEC  K  Mg  Ca 
Organic 
matter 
Nitrate‐N 
(ppm) 
Acid
Trees 2‐5  5.7  203  0.5  1.5  8.6  19.7  2.5  7.8  43.9  11.1  8.2 9 
Trees 6‐8  4.9  113  0.5  3.3  17.3  2.6  5.5  19.2  9.1  6.6 12.6  1 
Trees 9‐13  5.1  50  0.5  1.3  4.6  15.4  3  8.6  29.8  6.6  5 9 
Trees 15‐18  5.5  43    0.3  1.2  6.5  12  2.3  9.6  54  6.8  4.5 4.1
1881 
Topsoil  7.1  698  3.8  5.5  24  24.3  15.5  22.8  61.7  6.9  89.2 0 
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Appendix 1 (cont.) 
 
 
 
 
Figure   Average month t a tem er re for Philadelphia, 
Pennsylvania 
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Appendix 2.   
 
Table 1.  Mean weights of soil per time per reatment for drying study.  The means are 
of 5 pots pe treatment. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Time (hrs.)  Mean Carbon 
soil weight (g) 
Mean Control 
soil  weight (g) 
 t
r 
0.00  507.83  503.92 
20.25  486.03  481.73 
49.50  456.71  453.05 
72.50  435.63  432.22 
98.50  409.51  405.42 
140.75  371.73  368.37 
188.75  334.09  331.51 
212.00  320.87  318.45 
265.25  299.94  297.49 
359.50  280.58  278.09 
454.50  277.58  275.17 
576.25  277.94  275.51 
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